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Zusammenfassung
Die genomische Prägung (“Genomic Imprinting“) bestimmter Säugergene resultiert in
ihrer allelspezifischen Expression. Die monoallelische Expression genomisch geprägter
Gene wird durch ein Zusammenwirken cis-regulatorischer DNA-Elemente kontrolliert,
zu denen differentiell methylierte Regionen, Chromatin-Insulators, Enhancer und
Silencer zählen. Das murine H19 -Gen ist einer der am intensivsten erforschten
genomisch geprägten Loci. Eine zentrale Rolle in der monoallelischen Expression des
H19-Gens spielt ein Silencer-Element, das die Repression des paternalen H19-Allels
vermittelt. In transgenen Drosophila reprimiert der H19-Silencer die Transkription von
assoziierten Reportergenen. Allerdings ist der molekulare Wirkungsmechanismus des
H19-Silencers nicht bekannt. Der evolutionär konservierte Silencing-Mechanismus hat es
ermöglicht, Drosophila melanogaster in dieser Arbeit als Modellsystem einzusetzen, um
neue cis- und trans-wirkende Faktoren im Prozess des Gensilencings durch den H19-
Silencer zu identifizieren.
Durch einen genetischen Ansatz konnten Gene gefunden werden, deren Mutation
zu einer verminderten Repression durch den H19-Silencer in Drosophila führt. Diese
Gene kodieren Komponenten, die an der Etablierung und Aufrechterhaltung
heterochromatischer Chromatinstrukturen beteiligt sind. Der Prozess des Gensilencings
durch den H19-Silencer weist somit auf genetischer Ebene molekulare Gemeinsamkeiten
mit der transkriptionellen Repression durch Heterochromatin auf. Dabei wurde die Rolle
des stärksten genetischen Suppressors des H19-Gensilencings, Suppressor of Hairy wing,
im Detail untersucht.
In dieser Arbeit konnte auch gezeigt werden, dass die H19-Silencer-Region
sowohl in transgenen Drosophila als auch in der Maus transkribiert wird. Die Expression
eines RNAi-Transgens, das gegen die RNA der transkribierten H19-Silencer-Region
gerichtet ist, führt zu einer Reduzierung der RNA-Menge und zu einem Verlust der
transkriptionellen Repression eines Reportergens, das durch den H19-Silencer in
Drosophila kontrolliert wird. Dieses Resultat führt zu der Schlussfolgerung, dass
nichtkodierende RNAs aus der H19-Silencer-Region in dem Prozess der Repression
durch den H19-Silencer eine zentrale Rolle spielen. In dieser Arbeit präsentierte
Ergebnisse legen nahe, dass Gensilencing an einem transgenen H19-Locus in Drosophila
durch ein Zusammenspiel nichtkodierender RNAs mit Heterochromatin-Komponenten
vermittelt wird.
Summary
Genomic imprinting results in a parent-of-origin dependent expression of a number of
mammalian genes. The monoallelic expression of imprinted genes is regulated by a
complex interplay of cis-regulatory elements, including differentially methylated regions,
chromatin insulators, enhancers and silencers. One of the best-studied imprinted loci is
the murine H19 gene. The paternal allele of H19 is repressed by a silencer element
upstream of H19. In transgenic Drosophila, the H19 silencer element mediates the
transcriptional repression of associated reporter genes. However, the molecular
mechanism through which the silencer exerts its function remains elusive. As the
function of the silencer element is conserved in evolution, Drosophila melanogaster
could be used as a model system to identify new trans- and cis-acting factors in the
process of H19 silencer mediated transcriptional repression.
Using a genetic approach, mutations resulting in a relief of silencing through the
H19 silencer in Drosophila could be identified. The corresponding genes encode
components involved in the establishment and maintenance of heterochromatic
chromatin structures. Thus, at the genetic level, H19 silencer mediated repression and
heterochromatic gene silencing share some common components. In particular, the role
of the strongest genetic suppressor of H19 gene silencing, Suppressor of Hairy wing, has
been analyzed in detail.
Furthermore, it could be demonstrated that the H19 silencer region is transcribed
in both transgenic flies and in mouse. Remarkably, expression of an RNAi hairpin
construct directed against the transcribed H19 silencer region in Drosophila relieves
transcriptional repression of a H19 silencer controlled reporter gene. This derepression of
reporter gene transcription correlates with a downregulation of the H19 silencer RNA,
suggesting a role of the RNA in gene silencing at the H19 locus in Drosophila. Taken
together, data presented in this thesis imply that gene silencing at a Drosophila H19





1.1 Genomische Prägung als epigenetisches Phänomen
Die epigenetische Kontrolle der Genexpression ist definiert als eine vererbbare
Veränderung der Genfunktion, die nicht auf Veränderungen der DNA-Sequenz beruht.
Die Basis epigenetischer Vorgänge stellt die unterschiedliche Expression identischer
genetischer Information dar. Ein klassisches Beispiel eines epigenetischen Mechanismus
ist das Phänomen der genomischen Prägung (engl.: Imprinting). An genomisch geprägten
Loci findet eine Unterscheidung der beiden parentalen Allele statt, so dass Allele, die
vom Vater ererbt werden, anders exprimiert werden als Allele, die von der Mutter ererbt
werden. Somit kommt es bei genomisch geprägten Genen zur monoallelischen
Expression des väterlichen oder des mütterlichen Allels. Die differentielle Expression
zweier Allele in Abhängigkeit ihres parentalen Ursprungs in einem Zellkern, innerhalb
dessen die identischen DNA-Sequenzen der beiden Allele eines Gens den gleichen
äußeren Einflüssen (wie z.B. Signale, die der Zellkern erhält) und dem gleichen Satz an
regulatorischen Faktoren (wie z.B. Transkriptionsfaktoren) ausgesetzt sind, macht die
Faszination genomischer Prägung aus.
1.1.1 Die Entdeckung genomisch geprägter Gene
Die elterliche genomische Prägung (Imprinting) in Säugern wurde durch zwei Versuche
aus der experimentellen Embryologie mit Mäusen entdeckt: im ersten Fall diente die
Transplantation von Vorkernen in haploide Eizellen dazu, Eizellen zu erzeugen, die
entweder zwei mütterliche Genome oder jeweils einen väterlichen und einen
mütterlichen Genomsatz besitzen (Surani et al., 1984). Im zweiten Fall wurden die
Vorkerne im Ein-Zell-Stadium transplantiert, um diploide Mausembryonen zu erzeugen,
die entweder über zwei mütterliche Vorkerne oder über zwei väterliche Vorkerne
verfügen (McGrath und Solter, 1984). Das überraschende Ergebnis dieser Studien war,
dass für eine normale Entwicklung des Embryos beide parentalen Genome gebraucht
werden. Das mütterliche und das väterliche Genom der Maus sind demnach funktionell
nicht äquivalent. Diese Entdeckung hat dazu geführt, dass die Existenz eines „Imprints“
postuliert wurde, einer epigenetischen Markierung des väterlichen bzw. des mütterlichen
Genoms, die während der Gametogenese etabliert wird und welche die funktionelle
Nichtäquivalenz von paternalem und maternalem Genom begründet (Surani et al., 1984).
In den frühen 90er Jahren des vergangenen Jahrhunderts konnten die ersten genomisch
1 EINLEITUNG
2
geprägten Gene identifiziert werden, welche für die funktionelle Nichtäquivalenz der
beiden parentalen Genome verantwortlich sind. Eine gezielte Deletion des Igf2 (Insulin
like growth factor 2) Gens führt bei paternaler Vererbung zu zwergwüchsigen
Nachkommen, während die maternale Vererbung der Deletion keinen Effekt auf das
Wachstum hat (DeChiara et al., 1991). Diese Beobachtung korreliert mit einem Befund
auf molekularer Ebene: nur das väterliche Allel von Igf2 wird exprimiert, das mütterliche
Allel dagegen ist stillgelegt (DeChiara et al., 1991). Bald folgte die Entdeckung weiterer
genomisch geprägter Gene: H19, das für eine RNA ohne offenes Leseraster kodiert und
dessen maternales Allel transkribiert wird (Bartolomei et al., 1991), und das ebenfalls
maternal exprimierte Ifg2r-Gen (Insulin like growth factor receptor 2) (Barlow et al.,
1991). Zum heutigen Zeitpunkt sind ungefähr 60 genomisch geprägte Gene in der Maus
identifiziert worden (Harwell imprinting web site: http://www.mgu.har.mrc.ac.uk/
research/imprinting/imprin-intro.html). Auch wenn ihre genaue Zahl nicht bekannt ist,
kann davon ausgegangen werden, dass genomisch geprägte Gene eine Minderheit der
Gene in der Maus darstellen (Murphy und Jirtle, 2003).
1.1.2 Funktion der genomischen Prägung in Säugetieren
Es ist auf den ersten Blick nicht ersichtlich, welchen Vorteil die monoallelische
Expression einer Gruppe von Genen mit sich bringt. Diese Form der Genexpression
scheint im Gegenteil sogar eine Gefahr in sich zu bergen, da der Vorteil der Diploidie,
nämlich der Schutz vor den Auswirkungen rezessiver Mutationen, an genomisch
geprägten Loci verloren geht (Wilkins and Haig, 2003). Welchen Sinn erfüllt die
genomische Prägung, wenn für ihre Existenz ein so gravierender Nachteil billigend in
Kauf genommen wird? Eine Antwort auf diese Frage könnte die Konflikt-Hypothese
(Parent offspring conflict hypothesis) liefern. Sie besagt, dass Imprinting das Resultat
eines Konfliktes zwischen Vater und Mutter über die Verteilung der mütterlichen
Ressourcen an die Nachkommen ist (Haig und Westoby, 1989). Im Gegensatz zu den
Nachkommen Eier legender Tiere wachsen die Embryonen von Säugetieren in einer
„Parasiten-ähnlichen“ Beziehung zu ihrer Mutter auf, in welcher der Nahrungsfluss
zwischen der mütterlichen Plazenta und dem Embryo während der Entwicklung reguliert
werden muss (Tilghman, 1999). Gemäß der Konflikt-Hypothese werden Väter eine
Strategie verfolgen, die ihren Nachkommen eine möglichst große Menge der Ressourcen
zukommen lässt (auf Kosten der Mutter und späterer Nachkommen anderer Väter).
Mütter dagegen müssen laut der Konflikt-Hypothese daran interessiert sein, ihre
Ressourcen gleichmäßig auf alle ihre Nachkommen zu verteilen. In diesem Sinne ist die
genomische Prägung veranschaulichend als eine Art „genetisches Tauziehen“
beschrieben worden, bei dem väterliches und mütterliches Genom miteinander um die
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mütterlichen Ressourcen kämpfen, so dass sich das Wachstum des Embryos auf einem
Niveau einpendelt, das als Kompromiss zwischen den widerstrebenden „Interessen“ der
beiden parentalen Genome angesehen werden kann (Moore und Haig, 1991). Die
Konflikt-Hypothese macht die Vorhersage, dass paternal exprimierte Gene das
Wachstum fördern, wohingegen maternal exprimierte Gene eine wachstumshemmende
Funktion haben. Auffallend viele genomisch geprägte Gene spielen eine Rolle in der
fötalen und embryonalen Entwicklung und erfüllen dieses Kriterium. Das
eindrucksvollste Beispiel stellt das Paar Igf2 und Igf2r dar: Eine Funktionsverlust-
Mutation des paternal exprimierten Igf2-Gens führt in der Maus zu Nachkommen, die bei
ihrer Geburt nur 60 % des normalen Gewichts besitzen (DeChiara et al., 1990).
Umgekehrt resultiert eine Mutation des maternal exprimierten Igf2r-Gens in
übergewichtigen, nicht lebensfähigen Mäusen (Barlow et al., 1991).
Bemerkenswerterweise sind Mäuse mit Mutationen in beiden Genen lebensfähig und
haben ein normales Gewicht (Filson et al., 1993). Nicht zuletzt liefert die Konflikt-
Hypothese eine plausible Erklärung dafür, dass Imprinting in Säugetieren, nicht aber in
oviparen Modellorganismen wie Caenorhabditis elegans, Drosophila melanogaster und
Danio rerio existiert (Wilkins und Haig, 2003). Es muss angemerkt werden, dass die
Konflikt-Hypothese nicht auf alle bekannten genomisch geprägten Loci angewandt
werden kann. So spielen einige genomisch geprägte Gene bei der Entwicklung des
Gehirns eine Rolle, die mit der Konflikt-Hypothese nur schwer erklärt werden kann
(Tilghman, 1999).
1.1.3 Evolutionäre Verbreitung der genomischen Prägung
Das Phänomen der genomischen Prägung als monoallelische Expression von
autosomalen Genen in Abhängigkeit ihres parentalen Ursprungs existiert in dieser Form
nur in Säugetieren und angiospermen Pflanzen. Innerhalb der Säugetiere sind genomisch
geprägte Gene nur in Marsupialia (Beuteltiere) und Placentalia (Placentatiere), nicht aber
in Monotremata (Kloakentiere) identifiziert worden. Sowohl in Pflanzen als auch in
Säugetieren erfordern die Ernährung und der Schutz des Embryos durch die Mutter eine
Verbindung zwischen Mutter und Embryo. In Säugern erfüllt die aus extraembryonalem
Gewebe hervorgegangene Plazenta diese Funktion, und auffallend viele genomisch
geprägte Gene werden in der Plazenta monoallelisch exprimiert (Tilghman, 1999). In
Pflanzen ist der Embryo durch das Endosperm mit der Mutter verbunden.
Bemerkenswerterweise ist das Endosperm von Arabidopsis thaliana das einzige Gewebe,
in dem bislang genomische Prägung von zwei Genen in Pflanzen nachgewiesen werden
konnte: die Gene MEDEA, das einen wichtigen Faktor für die Entwicklung des
Endosperms kodiert, und FWA, dessen Produkt ein Transkriptionsfaktor mit einer
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Homöodomäne ist, werden maternal exprimiert (Kinoshita et al., 1999, Kinoshita et al.,
2004). Sowohl in Pflanzen als auch in Säugetieren spielt DNA-Methylierung eine
Schlüsselrolle bei der Regulation genomisch geprägter Gene (Li et al., 1993, Kinoshita et
al., 2004). Es gibt aber einen entscheidenden Unterschied zwischen der genomischen
Prägung in Pflanzen und Säugern: der Status genomisch geprägter Gene wird in Pflanzen
nicht vererbt, da das Endosperm nicht zur nächsten Generation beiträgt (Scott und
Spielman, 2004). Dagegen durchlaufen genomisch geprägte Gene und ihre „Imprints“ in
Säugetieren einen komplexen Zyklus, wie weiter unten beschrieben wird. Im Rahmen
dieser Arbeit werden ausschließlich genomisch geprägte Gene und ihre regulatorischen
Sequenzen aus Säugetieren analysiert.
1.2 Die Merkmale genomisch geprägter Gene
Vergleicht man die Aminosäuresequenzen der von genomisch geprägten Genen
kodierten Proteine, so sind keine Ähnlichkeiten festzustellen. Allerdings weisen
genomisch geprägte Gene auf anderer Ebene Gemeinsamkeiten auf. Ein auffallendes
Merkmal genomisch geprägter Gene ist, dass sie in Gruppen auftreten: etwa 80 Prozent
der bisher identifizierten genomisch geprägten Gene befinden sich in so genannten
chromosomalen Clustern. Es wird vermutet, dass dieser Organisation ein gemeinsamer
Regulationsmechanismus zugrunde liegt (Murphy und Jirtle, 2003). Drei dieser Cluster
(Igf2r, Kcnq1 und Igf2/H19) sowie die Mechanismen, die in diesen Clustern die
monoallelische Genexpression steuern, werden noch detailliert beschrieben werden.
Weitere Charakteristika genomisch geprägter Gene sind ihre asynchrone Replikation und
das Auftreten differentiell methylierter Regionen (Reik und Walter, 2001a).
1.2.1 Imprinting Cluster und Imprinting-Kontrollregionen
Es ist vermutet worden, dass die Organisation genomisch geprägter Gene in Clustern auf
einem koordinierten Regulationsmechanismus beruht (Reik und Walter, 2001a). Diese
Hypothese legt den Schluss nahe, dass innerhalb eines Clusters regulatorische DNA-
Sequenzen existieren, welche die allelspezifische Expression mehrerer genomisch
geprägter Gene gleichzeitig steuern, so dass eine Deletion dieser regulatorischen
Sequenzen zur Deregulierung der monoallelischen Expression dieser Gene führt. Solche
Imprinting- Kontrollregionen (ICRs für imprinting control regions) sind in mehreren
Imprinting Clustern identifiziert worden. Die Deletion der Imprinting-Kontrollregion
stromaufwärts des H19-Gens führt zum Verlust der monoallelischen Expression von H19
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und von Igf2, einem 90 Kilobasen stromaufwärts liegenden Gen (Thorvaldsen et al.,
1998). Die Imprinting-Kontrollregion des Igf2r-Clusters liegt im zweiten Intron des
Igf2r-Gens (Stöger et al., 1993, Wutz et al., 1997), und eine Deletion dieses Elements hat
bei paternaler Vererbung die Aktivierung der paternalen Allele von Igf2r und von zwei
stromabwärts gelegenen Genen, Slc22a2 und Slc22a3, zur Folge (Zwart et al., 2001).
Durch die paternale Transmission der Deletion der Imprinting-Kontrollregion des Kcnq1-
Clusters kommt es zur Derepression von sechs genomisch geprägten Genen innerhalb
des Clusters (Fitzpatrick et al., 2002). Imprinting Kontroll-Regionen stehen im Zentrum
der Regulation der monoallelischen Expression genomisch geprägter Gene.
1.2.2 DNA-Methylierung und differentiell methylierte Regionen
Bei der großen Mehrheit genomisch geprägter Gene weisen die parentalen Allele eine
unterschiedliche DNA-Methylierung an so genannten differentiell methylierten Regionen
(DMRs) auf (Tilghman, 1999, Reik und Walter, 2001a). DMRs sind in den meisten
Fällen im 5’ regulatorischen Bereich oder in Introns von genomisch geprägten Genen
lokalisiert. Alle bisher identifizierten Imprinting-Kontrollregionen zeigen differentielle
Methylierung. Die Methylierung von Cytosinresten der Dinukleotidsequenz CpG der
DNA ist in Säugetieren eine der am intensivsten erforschten epigenetischen
Modifikationen. Man unterscheidet zwei Arten von DNA-Methyltransferasen: de novo
Methyltransferasen, die ein Methylierungsmuster etablieren (Dnmt3a und Dnmt3b), und
solche, die das DNA-Methylierungsmuster aufrechterhalten (Dnmt1) (Jaenisch und Bird,
2003). Ein weiteres Mitglied der Familie der DNA-Methyltransferasen, Dnmt3L, kann
keiner dieser beiden Gruppen zugeordnet werden, da das Protein keine enzymatische
Aktivität besitzt.
Generell wird die Methylierung von DNA an Cytosinresten (im Folgenden als DNA-
Methylierung bezeichnet) mit transkriptioneller Repression in Verbindung gebracht (Bird
und Wolffe, 1999). Das kann prinzipiell auf zwei verschiedenen Wegen erreicht werden:
zum einen kann die Methylierung von Cytosinresten der DNA im Promotorbereich eines
Gens die Bindung eines für die Expression des Gens essentiellen Transkriptionsfaktors
verhindern (Schoenherr et al., 2003). Zum anderen werden methylierte Cytosinreste von
Methyl-bindenden Proteinen (MBDs für methyl CpG binding domain proteins)
gebunden, die mit transkriptionellen Repressoren interagieren (Jones et al., 1998).
Allerdings korreliert DNA-Methylierung an DMRs genomisch geprägter Gene
keinesfalls immer mit der inaktiven Kopie des Gens (Reik und Walter, 2001a).
DNA-Methylierung ist das Paradebeispiel eines genomischen „Imprints“, dessen
Existenz von Surani und Kollegen postuliert worden ist, um die funktionelle
Nichtäquivalenz von väterlichem und mütterlichem Genom zu erklären (Surani et al.,
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1984). Ein solcher Imprint verändert sich während des Lebenszyklus eines Organismus,
wie in Abbildung 1 dargestellt ist. Der Imprint wird während der Entwicklung von
frühen in reife Keimzellen etabliert. Nach der Fertilisation bleibt er über viele
Zellteilungen erhalten, um im sich entwickelnden neuen Organismus die differentielle
Expression der genomisch geprägten Gene zu steuern. In einem frühen Stadium der
Keimzellentwicklung kommt es zur Eliminierung des Imprints, d.h. zur Rückführung der
Allele in einen „neutralen“ Zustand. Im Laufe der Gametogenese wird dann der für das
väterliche bzw. mütterliche Allel charakteristische Imprint neu geschaffen, womit der
Zyklus des Imprints abgeschlossen ist (Surani, 1998, Walter und Reik, 2001a).
       
Abbildung 1: Lebenszyklus eines genomischen Imprints. Imprints unterscheiden das väterliche
vom mütterlichen Genom. In einer frühen Phase der Keimzellentwicklung werden die Imprints
eliminiert. Im Laufe der Gametogenese werden väterliche (Reife Keimzellen, rechts) und
mütterliche (Reife Keimzellen, links) Imprints etabliert. Imprints bleiben nach der Fertilisation
erhalten und steuern im heranwachsenden Organismus die differentielle Genexpression
genomisch geprägter Gene (leicht modifiziert nach Reik und Walter, 2001a).
Eine essentielle Rolle der DNA-Methylierung im Prozess des Imprintings ist erstmals
gezeigt worden an Mausembryonen mit einer Mutation des Gens, das die DNA-
Methyltransferase Dnmt1 kodiert. Diese Mutation führt zum Verlust der monoallelischen
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Expression dreier genomisch geprägter Gene: H19 zeigt biallelische Expression,
während Igf2 und Igf2r nicht exprimiert werden (Li et al., 1993). Der Verlust der
monoallelischen Expression korreliert im Falle von H19 und Igf2r mit einem Verlust der
DNA-Methylierung an den DMRs beider Gene (Li et al., 1993). Dnmt1 ist nicht die
einzige DNA-Methyltransferase, die eine Rolle bei der Kontrolle der Expression
genomisch geprägter Gene spielt. Eine konditionale Deletion des Dnmt3a-Gens in der
Keimbahn führt bei maternaler Vererbung in den Nachkommen zum Verlust der DNA-
Methylierung an den DMRs von Igf2r  und Snrpn, die normalerweise maternale
Methylierung aufweisen (Kaneda et al., 2004). Der Verlust der DNA-Methylierung an
diesen DMRs korreliert mit dem Verlust monoallelischer Expression genomisch
geprägter Gene: Igf2r wird von keinem der beiden Allele exprimiert, während Snrpn
biallelische Expression zeigt. In Spermatogonien von Männchen, bei denen das Gen für
Dnmt3a ausgeschaltet ist, kommt es zudem an dem normalerweise paternal methylierten
DMR von H19 zu einem Verlust der DNA-Methylierung. Demnach ist Dnmt3a essentiell
für die Etablierung sowohl maternaler als auch paternaler Methylierungsimprints an
regulatorischen Elementen genomisch geprägter Gene (Kaneda et al., 2004). Einen
auffallend ähnlichen Effekt zeigt eine Deletion des Dnmt3L-Gens. In Oozyten von
Mäusen mit einer Deletion für das Dnmt3L-Gen ist die differentiell methylierte Region
von Snrpn nicht methyliert. In Nachkommen, welche die Deletion von der Mutter erben,
kommt es zum Verlust der monoallelischen Expression von genomisch geprägten Genen
wie Snrpn, Kcnq1ot und Peg3 (Bourc’his et al., 2001). Da Dnmt3L die für DNA-
Methyltransferasen typische katalytische Domäne fehlt und das Protein folglich keine
enzymatische Aktivität besitzt, ist spekuliert worden, das Dnmt3L als regulatorischer
Faktor bei der DNA-Methylierung genomisch geprägter Loci wirkt (Bourc’his et al.,
2001). In diesem Zusammenhang könnte die Interaktion von Dnmt3L mit Dnmt3a von
essentieller Bedeutung sein (Hata et al., 2002). Diese Daten zeigen, dass der DNA-
Methylierung eine Schlüsselrolle bei der Regulation genomisch geprägter Gene
zukommt. Allerdings ist die DNA-Methylierung nicht der einzige Mechanismus, der in
der Regulation der monoallelischen Expression dieser Gene mitwirkt, noch ist sie der
einzige Imprint, der das mütterliche vom väterlichen Allel unterscheidet (siehe unten).
1.2.3 Asynchrone Replikation genomisch geprägter Gene
Werden chromosomale Loci in der Phase der DNA-Replikation mit einer spezifischen
Sonde markiert, so kann man drei unterschiedliche Arten von Zellen unterscheiden:
Zellen, in denen beide Allele noch nicht repliziert worden sind, zeigen zwei Signale (ss
für single/single spot). Zellen dagegen, in denen ein Allel bereits repliziert worden ist,
das andere aber noch nicht, besitzen ein einzelnes Signal und ein doppeltes (sd für
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single/double spot). Schließlich ist für Zellen, in denen beide Allele repliziert worden
sind, das Auftreten zweier doppelter Signale charakteristisch (dd für double/double spot).
An einem beliebigen chromosomalen Locus, der nicht der genomischen Prägung
unterliegt, zeigen 10 bis 15 Prozent der Zellen ein sd Muster. Für genomisch geprägte
Loci liegt diese Zahl signifikant höher (25 bis 40 Prozent), was auf eine asynchrone
Replikation der beiden genomisch geprägten Allele hinweist (Kitsberg et al., 1993).
Asynchrone Replikation ist im Embryo schon unmittelbar nach der Fertilisation
detektierbar. Sie wird in den Gameten etabliert und über die gesamte Entwicklung
aufrechterhalten (Simon et al., 1999). Bemerkenswerterweise spielt DNA-Methylierung
keine Rolle bei der Etablierung des asynchronen Replikationsmusters. Embryonalen
Stammzellen, die defizient für die Methyltransferasen Dnmt1, Dnmt3a/b oder Dnmt3L
sind, fehlt sowohl differentielle DNA-Methylierung als auch die differentielle Expression
genomisch geprägter Gene. Asynchrone Replikation genomisch geprägter Loci dagegen
ist in diesen Zellen vorhanden (Gribnau et al., 2003). Demnach sind differentielle
Methylierung und asynchrone Replikation elternabhängige, aber voneinander trennbare
Prozesse. Es ist daher postuliert worden, dass neben der DNA-Methylierung weitere
epigenetische Modifikationen bestehen müssen, welche für die Unterscheidung der
beiden Allele genomisch geprägter Gene verantwortlich sind (Simon et al., 1999,
Gribnau et al., 2003).
1.3 Mechanismen differentieller Genexpression in der
genomischen Prägung
Genomische Imprints, die während der Gametogenese generiert werden und das
väterliche vom mütterlichen Allel unterscheidbar machen, bleiben während der
Entwicklung eines Organismus aufrecht erhalten und werden schließlich in die
differentielle Expression der entsprechenden Gene übersetzt (siehe Abbildung 1). Die
Mechanismen, die für diese monoallelische Expression genomisch geprägter Gene
verantwortlich sind, umfassen die DNA-Methylierung in den Promotorbereichen von
Genen, Histonmodifikationen, regulatorische RNAs, cis-regulatorische Silencerelemente
und so genannte Chromatin Insulators (Reik und Walter, 2001a). Diese Mechanismen
werden im Folgenden anhand von Beispielen genomisch geprägter Gene erläutert, wobei




1.3.1 Methylierung von Promotorbereichen genomisch geprägter Gene
Die DNA-Methylierung der Dinukleotidsequenz CpG in den Promotorbereichen von
Genen kann transkriptionelle Repression vermitteln (Jaenisch und Bird, 2003). Auch
wenn im einzelnen nicht bekannt ist, wie DNA-Methylierung zu Gensilencing führt,
konnte gezeigt werden, dass einige MBDs, sowie auch die DNA-Methyltransferase
Dnmt1, einen Komplex mit Histondeacetylasen bilden (Jones et al., 1998, Fuks et al.,
2000). Vermutlich führt diese Interaktion zur Bildung einer geschlossenen Chromatin-
Konformation (siehe Kapitel 1.3.2) an einem der beiden Allele eines genomisch
geprägten Gens, so dass Transkriptionsfaktoren keinen Zugang zu dessen
Promotorbereich haben (Bird und Wolffe, 1999). Es muss betont werden, dass sich die
methylierten Sequenzen, welche die Allele genomisch geprägter Gene in der
Gametogenese unterscheidbar machen (der „genomische Imprint“), oft unterscheiden
von den methylierten Sequenzen im Bereich der Promotoren, die transkriptionelle
Repression vermitteln. So ist beispielsweise der Promotorbereich des genomisch
geprägten H19 -Gens in Spermien nicht methyliert, sondern erhält die DNA-
Methylierungsmarke auf dem paternalen Allel erst nach der Fertilisation (Ferguson-
Smith et al., 1993). Dagegen weist eine Region zwischen 2 und 4 Kilobasen
stromaufwärts des H19-Gens schon in Spermien DNA-Methylierung auf, die im Laufe
der Entwicklung auf dem paternalen Allel beibehalten wird, wie man es für einen
genomischen Imprint erwarten würde (Tremblay et al., 1995). Allerdings ist die
Methylierung des H19-Promotorbereichs abhängig von der Existenz der differentiell
methylierten Region zwischen 2 und 4 Kilobasen stromaufwärts des H19-Gens
(Thorvaldsen et al., 1998).
1.3.2 Histonmodifikationen
DNA liegt im eukaryontischen Zellkern nicht nackt vor, sondern sie bildet im Komplex
mit DNA-bindenden Proteinen das so genannte Chromatin. DNA-bindende Proteine
werden in Histone und Nicht-Histone untergliedert. Histone sind kleine, basische, in der
Evolution hoch konservierte Proteine. In den Zellkernen von Tieren und Pflanzen
kommen fünf Histonarten vor, die Histone H1, H2A, H2B, H3 und H4. Ein Histon-
Oktamer, bestehend aus jeweils zwei Kopien der Histone H2A, H2B, H3 und H4, bildet,
zusammen mit der DNA, die sich fast zweimal um das Oktamer windet, das Nukleosom,
die Grundeinheit des Chromatins. Damit erfüllen Histone eine fundamental wichtige
Rolle bei der strukturellen Organisation des Chromatins. Allerdings geht die Funktion
der Histone über das reine „Verpacken“ der DNA hinaus, vielmehr sind Histone aktiv an
der Regulation der eukaryontischen Genexpression beteiligt. In diesem Zusammenhang
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sind posttranslationale, kovalente Modifikationen der Histone, vor allem in ihren
flexiblen, aminoterminalen Enden, in den vergangenen Jahren intensiv erforscht worden.
Zahlreiche Modifikationen der aminoterminalen Histonenden sind bekannt:
Acetylierung, Phosphorylierung, Methylierung, ADP-Ribosylierung und die Anheftung
von Ubiquitin-Resten (Peterson und Laniel, 2004). Die Hypothese des „Histone Codes“
besagt, dass eine Kombination verschiedener kovalenter Modifikationen der
aminoterminalen Histonenden Bindestellen für Proteine schafft, die ihrerseits die
Genexpression steuern (Jenuwein und Allis, 2001). Einige Modifikationen sind dabei
charakteristisch für einen bestimmten Status der Genexpression: so korrelieren die
Acetylierung der Lysine 9 und 14 von Histon H3 und Lysin 16 von Histon H4 ebenso
wie die Methylierung von Lysin 4 von Histon H3 mit einem aktiven Zustand der
Genexpression („offene“ Chromatin-Konformation), während die Methylierung von
Lysin 9 und Lysin 27 von Histon H3 mit Gensilencing einhergeht („geschlossene“
Chromatin-Konformation) (Peterson und Laniel, 2004). An den differentiell methylierten
Regionen dreier genomisch geprägter Gene (DMR1 von Snrpn, DMR von U2-af1-rs1,
sowie DMR1 und DMR2 von Igf2r) konnte eine allelspezifische Korrelation zwischen
DNA-Methylierung und einer reprimierenden Histonmodifikation (Histon H3 K9-
Methylierung) gezeigt werden. Dagegen zeichnen sich die unmethylierten Allele dieser
Gene durch die Anwesenheit von Histonmodifikationen aus, die für eine „offene“
Chromatinstruktur charakteristisch sind (Histon H3 K4-Methylierung, Histon H3 K9-
und K14-Acetylierung, Histon H4 Acetylierung an K5, K8, K12 und K16) (Fournier et
al., 2002). Die Analyse von Histonmodifikationen innerhalb des Kcnq1-Clusters ergibt
ein ähnliches Bild: Paternal reprimierte Gene zeigen auf dem paternalen Chromosom
Methylierung an Histon Lysin 9 und 27, während die maternalen aktiven Allele dieser
Gene durch die Methylierung von Histon H3 an Lysin 4 gekennzeichnet sind (Lewis et
al., 2004a). Ein Zusammenspiel zwischen Histonmethylierung und DNA-Methylierung
könnte durch die Interaktion von DNA-Methyltransferasen mit Histon-
Methyltransferasen vermittelt werden (Fuks et al., 2003).
1.3.3 Nichtkodierende regulatorische RNAs in der genomischen Prägung
1.3.3.1   Lange nichtkodierende RNAs
Etwa 15 Prozent aller bisher untersuchten genomisch geprägten Gene sind mit
regulatorischen, nichtkodierenden RNAs assoziiert (Reik und Walter, 2001a).
Interessanterweise werden alle dieser RNAs (mit Ausnahme der Tsix-RNA, die eine
Rolle bei der genomischen Prägung in der X-Chromosominaktivierung weiblicher
Säugetiere spielt) paternal exprimiert, während die große Mehrheit der
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Methylierungsimprints in der weiblichen Keimbahn etabliert wird (Reik und Walter,
2001b). Die beiden am besten charakterisierten regulatorischen RNAs sind an der
Regulation der allelspezifischen Expression in den Imprinting Clustern von Igf2r und
Kcnq1 beteiligt. Innerhalb des Igf2r-Clusters auf dem Chromosom 17 der Maus befinden
sich drei genomisch geprägte proteinkodierende Gene, die alle maternal transkribiert
werden (Igf2r, Slc22a2 und Slc22a3) und zwei Gene, die sowohl vom väterlichen als
auch vom mütterlichen Allel exprimiert werden (Slc22a1 und Mas) (Abbildung 2). Die
Imprinting-Kontrollregion des Igf2r-Clusters befindet sich im zweiten Intron des Igf2r-
Gens (Stöger et al., 1993, Wutz et al., 1997). Innerhalb des Introns 2 von Igf2r liegt der
Promotor der nichtkodierenden, regulatorischen RNA Air (antisense Igf2r RNA) (Lyle et
al., 2000). Die Expression von Air erfolgt ausschließlich vom paternalen Allel, während
der Air-Promotor auf dem maternalen Allel methyliert ist (Wutz et al., 1997, Lyle et al.,
2000).
Abbildung 2: Das Igf2r Imprinting-Cluster. Igf2r, Slc22a2 und Slc22a3 (rote Rechtecke) werden
maternal, Mas und Slc22a1 (orangefarbene Rechtecke) von beiden parentalen Chromosomen
exprimiert. Die regulatorische Air-RNA zeigt paternale Expression und vermittelt das
Gensilencing der paternalen Allele von Igf2r, Slc22a2 und Slc22a3.
Air ist eine 108 Kilobasen lange, nicht gespleisste RNA, deren 3’ Ende innerhalb des
Mas-Gens liegt (Lyle et al., 2000). Eine Deletion der Igf2r-Imprinting-Kontrollregion
(die auch den Air-Promotor mit einschließt) führt bei paternaler Vererbung zur
Expression der normalerweise reprimierten paternalen Allele von Igf2r, Slc22a2 und
Slc22a3. Somit fungiert die Imprinting Kontrollregion des Igf2r-Locus als bidirektionaler
Silencer, der die transkriptionelle Repression von drei genomisch geprägten Genen
vermittelt (Zwart et al., 2001). Eine direkte Rolle der Air-RNA bei der Regulation der
Expression dieser Gene konnte durch ein elegantes Experiment demonstriert werden: die
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Insertion eines Polyadenylierungssignals stromabwärts des Air-Promotors unterbricht die
Transkription der Air-RNA, so dass sie nur noch 4 Prozent ihrer ursprünglichen Länge
besitzt (und nicht mehr mit dem Igf2r-Promotor überlappt) (Sleutels et al., 2002). Die
Insertion der Polyadenylierungssignals unterbindet weder die allelspezifische DNA-
Methylierung der Imprinting-Kontrollregion noch die monoallelische Expression des
Air-Promotors, was zeigt, dass die Funktion der Imprinting-Kontrollregion nicht
beeinträchtigt ist. Dagegen hat die paternale Vererbung der Polyadenylierungssignal-
Insertion für die Expression von Igf2r, Slc22a2 und Slc22a3 die gleichen Konsequenzen
wie die paternale Vererbung der Deletion der Igf2r-Imprinting-Kontrollregion: für alle
drei Gene ist ein Verlust des Silencings auf dem paternalen Chromosom zu beobachten
(Sleutels et al., 2002). In diesem Zusammenhang ist bemerkenswert, dass die Air-RNA
nur mit einem der drei Gene (Igf2r) überlappt, während Slc22a2 und Slc22a3 110 bzw.
155 Kilobasen stromabwärts des Air-Promotors liegen. Dieses Ergebnis zeigt, dass die
Air-RNA die Repression der flankierenden proteinkodierenden Gene Igf2r, Slc22a2 und
Slc22a3 auf dem paternalen Chromosom vermittelt (Sleutels et al., 2002).
Ein weiteres Beispiel für RNA-vermittelte transkriptionelle Repression im Prozess der
genomischen Prägung kann im Kcnq1-Imprinting-Cluster gefunden werden. Dieses
Cluster ähnelt dem Igf2r-Cluster in vielerlei Hinsicht: der Promotor einer
nichtkodierenden RNA, Kcnq1ot1, liegt innerhalb einer differentiell methylierten
Region, die gleichzeitig als Imprinting-Kontrollregion wirkt (Smilinich et al., 1999).
Sowohl Air als auch Kcnq1ot1 werden ausschließlich von dem paternalen Allel
transkribiert, während alle anderen genomisch geprägten Gene innerhalb beider Cluster
maternale Expression aufweisen (Zwart et al., 2001, Fitzpatrick et al., 2002). Schließlich
führen die Deletionen der jeweiligen Imprinting-Kontrollregion (und damit der
Promotoren für die jeweiligen nichtkodierenden RNAs) bei paternaler Vererbung zum
Verlust der monoallelischen Expression der genomisch geprägten Gene innerhalb des
Clusters (Ifg2r, Slc22a2 und Slc22a3 im Igf2r- Cluster; Tssc3, Slc22a1l, Cdkn1c, Kcnq1,
Tssc4 und Ascl2 im Kcnq1-Cluster) (Zwart el al., 2001, Fitzpatrick et al., 2002). Die
paternal reprimierten Allele des Kcnq1-Clusters besitzen die für eine „geschlossene“
Chromatinstruktur charakteristischen Histonmodifikationen (Methylierung  von Histon
H3 an den Lysinresten 9 und 27). Im Falle der Deletion des Kcnq1ot1-Promotors
verschwindet dieses allelspezifische Histonmodifikationsmuster. Diese Beobachtung
lässt vermuten, dass das nichtkodierende Kcnq1ot1-Transkript direkt oder indirekt
Histon-Methyltransferasen zu dem paternalen Allel rekrutiert, was eine Methylierung der
Lysinreste 9 und 27 von Histon H3 zur Folge hat (Lewis et al., 2004a).
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1.3.3.2   Kleine RNAs in der genomischen Prägung
Die Regulation der eukaryontischen Genexpression durch kleine, nichtkodierende RNAs
einer Länge von 21 bis 28 Nukleotiden ist in den vergangenen Jahren intensiv erforscht
worden (Hannon, 2002). Innerhalb der kleinen regulatorischen RNAs unterscheidet man
siRNAs (small interfering RNAs, kleine interferierende RNAs) und miRNAs
(microRNAs) (Meister und Tuschl, 2004). Beide werden von doppelsträngigen
Vorläufer-RNAs erzeugt, üben aber ihre Funktion auf unterschiedliche Weise aus:
microRNAs binden an nahezu komplementäre Zielsequenzen von mRNAs und
unterbinden deren Translation (Ambros, 2004). Dagegen vermitteln siRNAs die
Zerstörung einer mRNA mit komplementärer Sequenz (Denli und Hannon, 2003). Dieser
Prozess ist in C. elegans entdeckt worden und wird als RNA-Interferenz (RNAi)
bezeichnet (Fire et al., 1998). siRNAs haben zudem eine weitere Funktion: sie können
die Etablierung repressiver Chromatinstrukturen steuern und sind somit an der Bildung
von Heterochromatin beteiligt (Volpe et al., 2002, Pal-Bhadra et al., 2004).
Heterochromatin ist charakterisiert als eine chromosomale Region mit geringer
Gendichte, die viele repetitive Sequenzen enthält, und eine generell „geschlossene“
Chromatinstruktur aufweist (Grewal und Elgin, 2002). Damit unterscheidet sich
Heterochromatin von Euchromatin, in dem die meisten eukaryontischen Gene lokalisiert
sind und das durch eine „offene“ Chromatinstruktur charakterisiert ist, wie zum Beispiel
die im Vergleich zu Heterochromatin erhöhte Zugänglichkeit von Euchromatin für
Restriktionsenzyme zeigt (Richards und Elgin, 2002).
Eine Verbindung zwischen Imprinting und der Genregulation durch kleine RNAs ist
erstmals postuliert worden, als zwei monoallelisch exprimierte microRNAs identifiziert
werden konnten (Seitz et al., 2003). MicroRNA-136 und microRNA-127 werden von
dem maternalen Allel transkribiert, und die Gene beider microRNAs sind innerhalb des
genomisch geprägten Gens Rtl1 lokalisiert, das seinerseits paternal exprimiert wird. Es
ist nicht klar, welche Rolle die microRNAs bei der monoallelischen Expression von Rtl1
spielen. Eine Möglichkeit ist, dass die beiden microRNAs an diesem Locus die
Etablierung einer reprimierenden Chromatinstruktur auf dem maternalen Chromosom
vermitteln, die mit der Transkription von Rtl1 interferiert (Seitz et al., 2003). Aufgrund
ihrer vollständigen Sequenzkomplementarität zu Rtl1 könnten die beiden microRNAs
allerdings auch wie siRNAs fungieren und die posttranskriptionelle Degradation der




Silencer werden definiert als DNA-Sequenzen, die von repressorischen Proteinen
gebunden werden und welche die transkriptionelle Repression von Promotoren
vermitteln. Die Imprinting-Kontrollregionen der Igf2r- und Kcnq1-Imprinting-Cluster
fungieren als bidirektionale Silencer (Zwart et al., 2001, Mancini-DiNardo et al., 2003).
Beide Imprinting-Kontrollregionen vermitteln die transkriptionelle Repression der
paternalen Allele von Genen, die sich sowohl stromaufwärts als auch stromabwärts der
jeweiligen Kontrollregion befinden (Zwart et al., 2001, Fitzpatrick et al., 2002). Weitere
Silencer-Elemente sind innerhalb des Igf2/H19-Imprinting-Clusters identifiziert worden.
Zwei Mesoderm-spezifische Silencer-Elemente kontrollieren die Expression von Igf2
(Ainscough et al., 2000, Constancia et al., 2000). Unmittelbar stromaufwärts des paternal
exprimierten Igf2-Gens befindet sich eine differentiell methylierte Region (DMR1). Die
maternale Vererbung der DMR1-Deletion führt zu biallelischer Expression von Igf2 in
mesodermalen Geweben, während die monoallelische Expression des zweiten genomisch
geprägten Gens des Clusters, H19, nicht beeinflusst wird. DMR1 enthält demnach ein
mesoderm-spezifisches Silencer-Element, das die Expression von Igf2 kontrolliert
(Constancia et al., 2000). Ein weiteres Silencerelement befindet sich 40 Kilobasen
stromabwärts des Igf2-Gens. Im Unterschied zu den meisten regulatorischen Elementen
in der genomischen Prägung ist diese Region weder auf dem paternalen noch auf dem
maternalen Allel methyliert. Dieser Silencer vermittelt die transkriptionelle Repression
des maternalen Igf2-Allels in Muskel-Zellen (Ainscough et al., 2000). Das dritte
Silencerelement innerhalb des Igf2/H19-Clusters reguliert die monoallelische Expression
von H19 (Lyko et al., 1997, Drewell et al., 2000). Dieser Silencer liegt unmittelbar
stromabwärts der H19-Imprinting-Kontrollregion und wird weiter unten ausführlich
beschrieben. Das weit verbreitete Auftreten von Silencerelementen in den
regulatorischen Regionen genomisch geprägter Gene suggeriert, dass sie eine essentielle
Rolle bei der Regulation der Genexpression dieser Gene spielen (Ferguson-Smith, 2000).
1.3.5 Chromatin Insulators
Chromatin Insulators blockieren die Kommunikation zwischen Promotor- und
Enhancerelementen, wenn sie sich zwischen diesen beiden regulatorischen Sequenzen
befinden (Kellum und Schedl, 1991). Chromatin Insulators wird eine entscheidende
Rolle bei der strukturellen Organisation des Chromatins in Eukaryonten zugeschrieben
(West et al., 2002). Der in Sägetieren am gründlichsten untersuchte Chromatin Insulator
liegt in der Imprinting-Kontrollregion des Igf2/H19-Clusters, dessen komplexe
Regulation der Genexpression im Folgenden detailliert beschrieben wird.
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1.4 Das Zusammenwirken epigenetischer Mechanismen am
genomisch geprägten Igf2/H19-Locus
1.4.1 Das Chromatin Insulator Modell der Regulation von Igf2 und H19
Der Igf2/H19-Locus auf dem Chromosom 7 der Maus ist vermutlich das am intensivsten
erforschte Imprinting-Cluster. Die Regulation der genomisch geprägten Expression von
Igf2  und H19 beruht auf einem komplexen Zusammenwirken von epigenetischen
Mechanismen wie der DNA-Methylierung mit cis-regulatorischen Sequenzen, die
Chromatin Insulators und Silencerelemente mit einschliessen (Arney, 2003). H19 kodiert
eine RNA ohne offenes Leserater und mit unbekannter Funktion, während das Igf2-Gen
einen Insulin-ähnlichen Wachstumsfaktor (Insulin-like growth factor 2) kodiert. Die
beiden Gene liegen etwa 90 Kilobasen voneinander entfernt und werden koordiniert
reguliert, und zwar sowohl ihre Expressionsmuster als auch ihre reziproke genomisch
geprägte Expression betreffend: H19 wird vom maternal ererbten Allel exprimiert
(Bartolomei et al, 1991), Igf2 dagegen wird vom paternalen Allel transkribiert (DeChiara
et al., 1991), wobei beide Gene in der Embryogenese in einer Vielzahl von Geweben
exprimiert werden. Für die koordinierte Regulation der monoallelischen Expression von
Igf2 und H19 sind zwei regulatorische DNA-Elemente verantwortlich: ein Enhancer
stromabwärts von H19 und die Imprinting-Kontrollregion unmittelbar stromaufwärts von
H19 (Yoo-Warren et al., 1988). Eine gezielte Deletion des Enhancers führt zum Verlust
der Expression von Igf2 und H19 (Leighton et al., 1995). Die Position des Enhancers
relativ zu H19 und Igf2 ist entscheidend für seine Funktion: wird er zwischen Igf2 und
H19 platziert, so kommt es auf dem maternalen Allel zur Aktivierung des sonst still
gelegten Igf2 Allels, während die Expression von H19 dramatisch abnimmt (Webber et
al., 1998). Diese Beobachtung ist mit der Existenz eines Chromatin Insulators
stromaufwärts von H19 konsistent, der auf dem maternalen Chromosom aktiv ist und so
die Expression von Igf2 verhindert. Die Deletion der Imprinting-Kontrollregion des
Igf2/H19 Clusters führt bei maternaler Vererbung zur Aktivierung des Igf2-Allels,
begleitet von einer reduzierten Expression von H19. Die paternale Vererbung der
Deletion der Imprinting-Kontrollregion hat den umgekehrten Effekt: das normalerweise
stillgelegte paternale H19-Allel wird transkribiert, was mit einer verringerten Expression
von Igf2 einhergeht (Thorvaldsen et al., 1998). Die Imprinting-Kontrollregion von H19
ist auf dem paternalen Chromosom methyliert und weist damit eine für regulatorische
Regionen in der genomischen Prägung charakteristische allelspezifische DNA-
Methylierung auf (Bartolomei et al., 1993, Tremblay et al., 1995). In Mausembryonen
mit einer Mutation des Dnmt1-Gens wird H19 biallelisch exprimiert, während Igf2 von
keinem der beiden parentalen Allele transkribiert wird (Li et al, 1993). Auf dem
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maternalen, unmethylierten Chromosom bindet das Zinkfinger-Protein CTCF die
Imprinting-Kontrollregion (Szabo et al., 2000, Kanduri et al., 2000). CTCF ist als
Komponente von Chromatin-Insulators in Wirbeltieren beschrieben worden (Bell et al.,
1999). Die Bindung von CTCF an die H19-Imprinting-Kontrollregion wird in vitro durch
DNA-Methylierung blockiert (Bell und Felsenfeld, 2000, Hark et al., 2000). Die H19-
Imprinting-Kontrollregion besitzt zudem in einem Zellkultur-Assay Insulator-Aktivität,
und Mutationen innerhalb der Imprinting-Kontrollregion, welche diese Aktivität
aufheben, verhindern in vitro auch die Bindung von CTCF (Bell und Felsenfeld, 2000,
Hark et al., 2000). Auch in vivo konnte für die H19-Imprinting-Kontrollregion eine
Insulator-Aktivität nachgewiesen werden (Kaffer et al., 2000). Das so genannte
Chromatin-Insulator-Modell der Igf2/H19-Regulation vereint die Fülle dieser Befunde.
Das Modell basiert auf einem Chromatin-Insulator in der H19-Imprinting-
Kontrollregion, dessen Aktivität durch DNA-Methylierung reguliert wird (Abbildung 3).
          
Abbildung 3: Das Chromatin-Insulator-Modell der Genexpression von Igf2 und H19. a) Auf dem
maternalen Chromosom bindet CTCF die Imprinting-Kontrollregion (ICR). Dadurch wird ein
Chromatin-Insulator etabliert, der die Expression von Igf2 verhindert. b) DNA-Methylierung
(Me) auf dem paternalen Chromosom blockiert die Bindung von CTCF und interferiert mit der
Transkription von H19, so dass Igf2 exprimiert wird. S: Silencer (siehe unten).
Dabei wird die unmethylierte Imprinting-Kontrollregion auf dem maternalen Allel von
CTCF gebunden. Diese Bindung etabliert einen funktionellen Chromatin-Insulator auf
dem maternalen Chromosom, der die Interaktion des Enhancers mit dem Igf2-Promotor
unterbindet. Da die Position des Insulators die Kommunikation zwischen Enhancer und
H19-Promotor nicht beeinträchtigt, kommt es zur Transkription des maternalen H19-
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Allels (Abbildung 3a). Auf dem paternalen Chromosom dagegen unterbindet die DNA-
Methylierung der Imprinting-Kontrollregion die Bindung von CTCF und damit die
Bildung eines Chromatin Insulators. Somit kann der Enhancer mit dem Promotor von
Igf2 interagieren, so dass Igf2 exprimiert wird (Abbildung 3b). Es muss betont werden,
dass das Insulator-Modell eine Doppelrolle für die DNA-Methylierung auf dem
paternalen Chromosom postuliert: erstens die Verhinderung der Bildung eines
funktionellen Insulators, und zweitens die Vermittlung der transkriptionellen Repression
von H19. Das Insulator-Modell wird gestützt durch Experimente, in denen die DNA-
Sequenz der H19-Imprinting-Kontrollregion durch gezielte Mutationen verändert wurde.
Wird die Interaktion von CTCF mit der Imprinting-Kontrollregion auf dem maternalen
Chromosom durch Punktmutationen der Bindestellen für CTCF verhindert, so kommt es
zur DNA-Methylierung der Imprinting-Kontrollregion und zur Expression des
normalerweise still gelegten maternalen Igf2-Allels (Schoenherr et al., 2003). Auch die
Ausschaltung der Expression des CTCF -Gens in Oozyten resultiert in einer
Hypermethylierung der H19-Imprinting-Kontrollregion (Fedoriw et al., 2004). Beide
Experimente lassen die Schlussfolgerung zu, dass CTCF die H19-Imprinting-
Kontrollregion des maternalen Chromosoms vor der Modifikation durch DNA-
Methylierung schützt (Schoenherr et al., 2003, Fedoriw et al., 2004). Eine
entgegengesetzte Auswirkung hat die Mutation jener CpG-Dinukleotide, die in der
paternalen H19-Imprinting-Kontrollregion als Empfänger der Methylreste fungieren. In
diesem Fall kommt es auf dem paternalen Chromosom zur Hypomethylierung der
Imprinting-Kontrollregion, zur Bindung von CTCF und in der Folge zur Expression des
paternalen H19-Allels (Engel et al., 2004). Zusammengenommen deuten diese
Ergebnisse auf einen Antagonismus zwischen DNA-Methylierung und CTCF-
vermittelter Insulator-Aktivität an der H19-Imprinting-Kontrollregion hin: DNA-
Methylierung blockiert die Bindung von CTCF (Kanduri et al., 2000, Engel et al., 2004),
und umgekehrt verhindert die Bindung von CTCF die DNA-Methylierung (Schoenherr et
al., 2003, Fedoriw et al., 2004).
1.4.2 Die Rolle eines Silencer-Elements in der Genexpression von H19
Eine detaillierte Analyse der Daten zeigt allerdings, dass die Regulation der
monoallelischen Expression von Igf2 und H19 komplexer ist, als das Insulator-Modell
suggeriert (Arney, 2003). Ein Imprint muss während der Gametogenese etabliert werden,
um dann über viele Zellteilungen hinweg stabil erhalten zu werden, so dass er
schliesslich in eine differentielle Genexpression übersetzt wird (siehe Abbildung 1).
Grundsätzlich kann daher der Verlust der monoallelischen Expression eines genomisch
geprägten Gens auf einem Scheitern der Schritte auf jeder der drei Entwicklungsstufen
1 EINLEITUNG
18
beruhen: bei der Etablierung, der Aufrechterhaltung oder der Übersetzung des
genomischen Imprints in allelspezifische Genexpression. Um zwischen diesen
Möglichkeiten zu unterscheiden, ist die H19-Imprinting-Kontrollregion in verschiedenen
Phasen der Entwicklung deletiert worden: in den Keimzellen, in der Zygote und in
ausdifferenzierten Muskelzellen (Srivastava et al., 2000). Die Deletion der Imprinting-
Kontrollregion auf dem maternalen Chromosom resultiert in allen drei
Entwicklungsstadien in einer biallelischen Expression von Igf2. Dieses Resultat zeigt,
dass die Imprinting-Kontrollregion auf dem maternalen Chromosom während der
gesamten Entwicklung benötigt wird, um die transkriptionelle Repression des maternalen
Igf2-Allels zu garantieren (Srivastava et al., 2000). Bemerkenswerterweise gilt das nicht
für die transkriptionelle Repression des paternalen H19-Allels. Die Deletion der
paternalen Imprinting-Kontrollregion während der Gametogenese und im Stadium der
Zygote führt zwar zum Verlust der genomisch geprägten Expression von H19. Im
Unterschied zu Igf2 bleibt die Expression von H19 aber monoallelisch, wenn die
Imprinting-Kontrollregion in terminal differenzierten Zellen deletiert wird (Srivastava et
al., 2000). Daher ist postuliert worden, dass das maternale Igf2-Allel und das paternale
H19-Allel durch zwei unterschiedliche Mechanismen reprimiert werden, was die
Existenz zweier regulatorischer Elemente in der deletierten Imprinting-Kontrollregion
nahelegt (Srivastava et al., 2000). In der Tat ist in der 5’-H19 Region neben dem durch
DNA-Methylierung kontrollierten Chromatin-Insulator ein weiteres Element lokalisiert,
das eine essentielle Rolle bei der Regulation der monoallelischen Genexpression von
H19 spielt: ein cis-regulatorischer Silencer. Dieses regulatorische DNA-Element konnte
durch Experimente mit transgenen Drosophila melanogaster identifiziert werden (Lyko
et al., 1997). Um die Rolle der cis-regulatorischen Region stromaufwärts von H19
(Nukleotide -3800 bis +1 relativ zum Transkriptionsstart des H19-Gens) in transgenen
Drosophila melanogaster zu untersuchen, wurde diese Region zwischen die beiden
Reportergene mini-white und lacZ kloniert. Der daraus resultierende Vektor P(hzh)
enthält zudem die Enhancer der Igf2/H19 Region (Abbildung 4a). In transgenen
Drosophila, die P(hzh) in ihr Genom integriert haben, wirken die Sequenzen aus der 5’-
H19-Region als bidirektionaler Silencer, indem sie die transkriptionelle Repression
beider Reportergene vermitteln (Lyko et al., 1997). Das ist in Abbildung 4b und 4c für
mini-white dargestellt. Das Reportergen mini-white kodiert einen ABC-Transporter, der
in Drosophila für den Transport des Augenpigments verantwortlich ist. Eine schwache
Expression von mini-white resultiert bei Fliegen, die das H19-Transgen P(hzh) besitzen,
in gelben Augen (Abbildung 4b). Wird dagegen der Silencer aus dem P(hzh)-Transgen
entfernt (H19 Δ silencer), kommt es zum Verlust des Gensilencings, wie die starke
Expression von mini-white und die daraus resultierenden roten Augen zeigen (Abbildung
4c). Die genaue Position des Silencer-Elements in der 5’-H19 Region konnte durch einen
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genetischen Screen in Drosophila auf ein 1200 Basenpaar langes Fragment eingegrenzt
werden (Nukleotide -2920 bis -1768 relativ zum Transkriptionsstart des H19-Gens, Lyko
et al., 1997). Damit überlappt der Silencer mit dem 3’-Bereich der H19-Imprinting-
Kontrollregion (Nukleotide -3700 bis -2100 relativ zum Transkriptionsstart des H19-
Gens, Thorvaldsen et al., 1998).
Abbildung 4: Das Silencer-Element aus der 5’-H19 Region vermittelt Gensilencing in der Maus
und in trangenen Drosophila. 4a) das H19-Konstrukt P(hzh) und die Position des Silencers. 4b)
Transgene Drosophila, die das H19-Transgen P(hzh) in ihr Genom integriert haben. 4c)
Transgene Drosophila mit P(hzh)-Transgen, in dem der Silencer deletiert worden ist.
4d-g) RNA in situ Färbungen gegen die H19-RNA in Mausembryonen. 4d) Expression von H19
im Wildtyp. 4e) Expression von H19 in einem Mausembryo, der die Silencer-Deletion maternal
ererbt hat. 4f) Paternale Expression von H19 in einem Mausembryo mit einer maternal ererbten
Deletion des H19-Gens. 4g) Paternale Expression von H19 in einem Mausembryo mit maternal
ererbter Deletion des H19-Gens und paternal ererbter Deletion des H19-Silencers (Th (Thymus),
T (Tongue, Zunge), H (Herz), L (Leber), Lu (Lunge), Sc (Sklerotom)).
Das in Drosophila identifizierte Silencer-Element wird auch in der Maus benötigt, um
das paternale H19-Allel zu reprimieren. Transgene, in denen die 5’-Region von H19 die
Expression eines Reportergens kontrolliert, können in der Maus die genomisch geprägte
Expression von H19  rekapitulieren: das Reportergen wird nur nach maternaler
Vererbung exprimiert, während die paternale Transmission des Transgens zur Repression
des Reportergens führt. Dagegen zeigen Transgene, denen das Silencer-Element fehlt,
nach paternaler Vererbung einen Verlust der transkriptionellen Repression des
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Reportergens (Brenton et al., 1999). Die gezielte Deletion des in Experimenten mit
transgenen Drosophila identifizierten Silencers von seinem endogenen Locus in der
Maus hat zu einem ähnlichen Ergebnis geführt. Nach paternaler Vererbung der Deletion
des Silencers von seinem endogenen Locus kommt es zu biallelischer Expression von
H19 (Drewell et al., 2000). Abbildung 4 zeigt den durch die  Deletion des Silencers
hervorgerufenen Verlust des Silencings des paternalen H19-Allels anhand von in situ
Färbungen gegen die H19-RNA in Mausembryonen. Die maternale Vererbung der
Deletion hat keinen Effekt auf die Expression von H19 (vergleiche Abbildung 4d und
4e), während die paternale Transmission der Deletion zu einem Expressionsmuster von
H19 führt, das dem im Wildtyp ähnlich ist, wenn auch das Expressionslevel nicht das
gleiche Niveau wie im Wildtyp erreicht (vergleiche Abbildung 4d und 4g). In den
Abbildungen 4f und 4g sind Mausembryonen gezeigt, die auf dem maternal ererbten
Chromosom eine Deletion des H19-Gens besitzen, um ausschließlich die Expression von
H19  vom paternal ererbten Chromosom analysieren zu können. Im Falle eines
väterlichen Wildtyp-Chromosoms wird H19 nicht exprimiert (Abbildung 4f). Trägt das
väterliche Chromosom hingegen eine Deletion des Silencers aus der 5’-H19 Region,
kommt es zum Verlust der Repression der Expression des paternalen H19-Allels
(Abbildung 4g). Im Unterschied zur Deletion der Imprinting-Kontrollregion hat die
Deletion des Silencers keinen Einfluss auf monoallelische Expression von Igf2, was
darauf hindeutet, dass die Silencer-Deletion keine für die Insulator-Aktivität der
Imprinting-Kontrollregion essentiellen Sequenzen mit einschliesst (Thorvaldsen et al.,
1998, Drewell et al., 2000). Interessanterweise beeinflusst die Silencer-Deletion weder
das DNA-Methylierungsmuster am H19-Promotor noch die asynchrone Replikation des
H19-Locus (Drewell et al., 2000). Es muss betont werden, dass die Aktivität des
Silencers sowohl in Drosophila als auch in der Maus unabhängig von der Methylierung
der DNA ist. In Drosophila bewirkt der Silencer die Repression der Transkription von
Reportergenen, obwohl in diesem Organismus bislang keine CpG-Methylierung
nachgewiesen werden konnte (Lyko et al., 1997). In der Maus führt die Deletion des
Silencers zum Verlust der Repression des paternalen H19-Allels, ohne dass das Muster
der DNA-Methylierung am H19-Promotor verändert wird (Drewell et al., 2000). Dieses
Ergebnis steht im Widerspruch zu der auf dem Insulator-Modell basierenden Annahme,
dass die DNA-Methylierung des H19-Promoters auf dem paternalen Chromosom die
Repression des paternalen H19-Allels vermittelt (siehe Abbildung 3b). Die Ergebnisse
der Silencer-Deletion sind in Abbildung 5 zusammengefasst: auf dem maternalen
Chromosom hat die Deletion des Silencers keinen Einfluss auf die Expression von Igf2
und H19 (vergleiche Abbildung 5a mit 5c). Dagegen führt die paternale Transmission der
Silencer-Deletion zum Verlust des Silencings des paternalen H19-Allels (vergleiche
Abbildung 5b mit 5d). Diese Befunde sprechen für einen evolutionär konservierten
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epigenetischen Silencing-Mechanismus in der Regulation der genomisch geprägten
Expression von H19.
          
Abbildung 5: Schematische Darstellung der Auswirkung der Deletion des H19-Silencers auf die
Expression von Igf2 und H19 . 5a) Ein Chromatin-Insulator in der Imprinting-Kontrollregion
(ICR) verhindert auf dem maternalen Chromosom die Interaktion des Enhancers mit dem
Promotor von Igf2. 5b) Auf dem paternalen Chromosom blockiert DNA-Methylierung die
Bildung des Chromatin-Insulators. 5c) Silencing von Igf2 und Expression von H19 auf dem
maternalen Chromosom in Abwesenheit des Silencers (S). 5d) Paternale Deletion des Silencers
resultiert in der Expression des paternalen H19-Allels.
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1.4.3 Zielsetzung der Arbeit
Die Zielsetzung der vorliegenden Arbeit betraf den Mechanismus der transkriptionellen
Repression durch ein Silencer-Element aus dem genomisch geprägten H19-Locus der
Maus. Die Funktionsweise des H19-Silencers ist evolutionär konserviert: in der Maus
reprimiert der H19-Silencer die Expression des paternalen H19-Allels, und in transgenen
Drosophila vermittelt er das Gensilencing assoziierter Reportergene. Jedoch ist der
molekulare Wirkungsmechanismus des Silencer-Elements aus dem H19-Locus nicht
bekannt. Faktoren, welche in dem Prozess des Gensilencings durch den H19-Silencer
eine Rolle spielen, sind bisher nicht identifiziert worden. Zudem sind innerhalb der H19-
Silencer Region Transkripte detektiert worden, deren Funktion nicht analysiert worden
ist. Die evolutionäre Konservierung der Funktion des H19-Silencerelements lässt
vermuten, dass Faktoren, die Gensilencing durch den H19-Silencer vermitteln, zwischen
Maus und Drosophila konserviert sind. Die vorliegende Arbeit hat daher zum Ziel,
Drosophila als Modellorganismus einzusetzen, um trans- und cis-wirkende Faktoren im
Prozess der transkriptionellen Repression durch den H19-Silencer zu identifizieren. In
diesem Zusammenhang lassen sich die Ziele der vorliegenden Arbeit folgendermaßen
eingrenzen:
1. Identifizierung trans-wirkender Faktoren, welche die Repression durch den H19-
Silencer vermitteln. Dieses Ziel wird verfolgt mit Hilfe eines experimentellen Ansatzes,
welcher auf der Durchführung eines genetischen Screens und der Verfügbarkeit
genetisch charakterisierter Mutationen basiert.
2. Molekulare Charakterisierung der Funktionsweise eines trans-wirkenden Faktors im
Prozess der transkriptionellen Repression durch den H19-Silencer in Drosophila.




2.1 Molekulare Charakterisierung von Imprinting-Kontroll-
regionen in transgenen Drosophila melanogaster
Regulatorische DNA-Sequenzen, die in Säugetieren für die monoallelische Expression
genomisch geprägter Gene essentiell sind, fungieren in transgenen Drosophila als
Silencerelemente (Lyko et al., 1997, Lyko et al., 1998). Ein Silencer-Element aus der
Imprinting-Kontrollregion des Igf2/H19-Lokus vermittelt in der Maus die genomisch
geprägte Expression von H19 (Brenton et al., 1999, Drewell et al., 2000), und es wirkt in
Drosophila als bidirektionaler Silencer von Reportergenen (Lyko et al., 1997). In dem
humanen, genomisch geprägten SNRPN-Lokus konnte ein weiteres Silencer-Element mit
Hilfe von transgenen Drosophila identifiziert werden (Lyko et al., 1998). Es ist postuliert
worden, dass Imprinting-Kontrollregionen aus Säugetieren funktionell verwandt sein
könnten mit so genannten zellulären Gedächtnismodulen in Drosophila (Lyko und Paro,
1999). Um diese Hypothese zu testen und gleichzeitig die molekularen Eigenschaften
von cis-regulatorischen Elementen aus genomisch geprägten Loci in transgenen
Drosophila weitergehend zu charakterisieren, werden die entsprechenden Sequenzen in
einem Drosophila in vivo Assay untersucht, der zur Analyse von zellulären
Gedächtnismodulen entwickelt worden ist (Abbildung 6).
2.1.1 Zelluläre Gedächtnismodule in Drosophila melanogaster und ihre
funktionelle Ähnlichkeit mit Imprinting-Kontrollregionen
Der Begriff des zellulären Gedächtnismoduls ist erstmals verwendet worden, um die
molekularen Eigenschaften von Fab-7 zu beschreiben (Cavalli und Paro, 1998). Fab-7 ist
ein regulatorisches Element aus dem Bithorax-Komplex in Drosophila, wo es die
Expression des Gens Abdominal-B steuert. Zur Analyse der molekularen Wirkungsweise
von Fab-7  ist ein in vivo Assay entwickelt worden, dessen Aufbau schematisch in
Abbildung 6 wiedergegeben ist. Der in dem Assay verwendete transgene Fliegenstamm
besitzt zwei Konstrukte, die mittels P-Element vermittelter Transformation in das Genom
integriert worden sind. Das erste Konstrukt kodiert den Transaktivator GAL4, dessen
Expression von einem Hitzeschock-Promotor kontrolliert wird. Das zweite Konstrukt
besteht aus folgenden Elementen: die beiden Reportergene lacZ und mini-white befinden
sich stromabwärts einer GAL4-Bindestelle (UAS für upstream activating sequence),
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während sich stromaufwärts das regulatorische Element befindet, dessen Eigenschaften
mit Hilfe des Assays untersucht werden.
                  
Abbildung 6: Schematische Darstellung des Drososphila in vivo Assays zur Analyse von
zellulären Gedächtnismodulen. Das erste Transgen enthält das Gen für den Transaktivator GAL4
unter der Kontrolle eines Hitzeschock-Promotors (Hs Promotor). Auf dem zweiten Transgen sind
das zu untersuchende regulatorische Element, eine GAL4-Bindestelle (UAS) und die beiden
Reportergene lacZ und mini-white lokalisiert.
Im Grundzustand, das heisst in Abwesenheit von GAL4, wird die Transkription von lacZ
durch den repressorischen Einfluss eines Elements wie Fab-7 unterbunden. Gleiches gilt
für die Expression des benachbarten mini-white Gens, so dass die Fliegen eine hellgelbe
Augenfarbe besitzen (Zink und Paro, 1995). Wird jedoch während der Embryogenese
von Drosophila die GAL4-Produktion durch einen Hitzeschock induziert, bindet das
GAL4-Protein an die GAL4-Bindestelle und vermittelt die Transkription der beiden
Reportergene lacZ und mini-white. Im Falle von Fab-7 bleibt der aktivierte Zustand der
Reportergene auch dann stabil erhalten, wenn das GAL4-Protein nicht mehr vorhanden
ist, so dass die adulten Fliegen mini-white exprimieren und rote Augen besitzen (Cavalli
und Paro, 1998). Das Fab-7 Element kann demnach von einem inaktiven in einen aktiven
Zustand umgeschaltet werden, und es kann diesen Zustand über viele Zellteilungen
hinweg stabil vererben (Cavalli und Paro, 1998). Aus diesem Grund haben Cavalli und
Paro den Begriff zelluläres Gedächtnismodul vorgeschlagen, um die Fähigkeit von
regulatorischen DNA-Elementen wie Fab-7  zu beschreiben, sich an den
Transkriptionszustand derjenigen Gene, deren Expression sie kontrollieren, zu „erinnern“
und stabil zu vererben (Cavalli und Paro, 1998). Die Eigenschaft, sowohl einen
reprimierten als auch einen aktivierten Zustand der Genexpression aufrecht zu erhalten,
teilen zelluläre Gedächtnismodule mit Imprinting-Kontrollregionen. So führt die
Deletion der Imprinting-Kontrollregion des Igf2/H19-Clusters bei maternaler Vererbung
zu einer reduzierten Expression des maternalen Allels von H19 , während es bei
paternaler Vererbung zum Verlust des Silencings des paternalen H19-Allels kommt
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(Thorvaldsen et al., 1998). Die Imprinting-Kontrollregion vermittelt somit sowohl einen
aktiven Zustand der Genexpression von H19 auf dem maternalen Chromosom als auch
einen reprimierten Expressionszustand dieses Gens auf dem paternalen Chromosom.
Imprinting-Kontrollregionen und zelluläre Gedächtnismodule besitzen daneben eine
weitere Gemeinsamkeit: beide regulatorischen Elemente fungieren in transgenen
Drosophila als Silencer von Reportergenen (Zink und Paro, 1995, Lyko et al., 1997,
Lyko et al., 1998). Aufgrund dieser gemeinsamen Eigenschaften ist postuliert worden,
dass Imprinting-Kontrollregionen und zelluläre Gedächtnismodule funktionell verwandt
sind (Lyko und Paro, 1999). Diese Hypothese wird für drei regulatorische Sequenzen aus
Imprinting-Kontrollregionen überprüft.
2.1.2 Imprinting-Kontrollregionen aus Säugetieren fungieren in transgenen
Drosophila nicht als zelluläre Gedächtnismodule
Folgende regulatorische DNA-Sequenzen werden in dem oben beschriebenen
Drosophila in vivo Assay zur Analyse von zellulären Gedächtnismodulen untersucht
(Abbildung 7):
pUZ-Fab-7: für die Sequenzen aus der Fab-7 Region konnte die Funktion eines
zellulären Gedächtnismoduls gezeigt werden (Cavalli und Paro, 1998). Das Konstrukt
wird hier als Positivkontrolle eingesetzt (Abbildung 7a). Die transgene Linie ist in der
Literatur als FLW-1 beschrieben worden (Cavalli und Paro, 1998).
pUZ-H19: enthält 3.8 Kilobasen der 5’-H19 Region aus der Maus, einschließlich der
Imprinting-Kontrollregion, des Silencers und des Promotors von H19 (Abbildung 7b).
P(hzh)-UAS: ist eine modifizierte Form des in Abbildung 4 dargestellten Vektors P(hzh).
Unmittelbar stromaufwärts des H19-Silencers ist eine GAL4-Bindestelle eingefügt
worden (Abbildung 7c).
pUZ-SNRPN: das Konstrukt enthält ein 1.2 Kilobasen langes Fragment aus dem
genomisch geprägten SNRPN-Locus (Abbildung 7d). Dieses regulatorische Element
kann als Minitransgen in der Maus den Methylierungsstatus, die allelspezifische
Expression und die asynchrone Replikation von SNRPN rekapitulieren und besitzt damit
alle für die genomisch geprägte Expression von SNRPN notwendigen
Sequenzinformationen (Shemer et al., 2000).
pUZ-Igf2: das Konstrukt enthält eine 1 Kilobasen lange Sequenz aus der differentiell
methylierten Region 1 stromaufwärts von Igf2 (Abbildung 7e). Es konnte gezeigt
werden, dass die Sequenz ein Silencer-Element enthält, das für die genomisch geprägte
Expression von Igf2 essentiell ist (Eden et al., 2001).
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Abbildung 7: Transgene, die in dem Drosophila in vivo Assay zur Analyse von zellulären
Gedächtnismodulen untersucht werden. Ganz links ist eine schematische Darstellung des
jeweiligen Transgen-Konstrukts gezeigt. Daneben sind Augen von transgenen adulten Fliegen
gezeigt, die bei 18° Celsius gehalten worden sind (-HS) oder in der Embryogenese einem
einstündigen Hitzeschock bei 37° Celsius ausgesetzt worden sind (+HS).
Adulte Drosophila, die das Transgen pUZ-Fab-7 besitzen, zeigen eine hellgelbe
Augenfärbung, wenn sie während ihres gesamten Lebenszyklus bei 18° Celsius gehalten
werden (Abbildung 7a, linkes Bild). Dagegen zeigen pUZ-Fab-7-Transgene, die während
der Embryogenese einem einstündigen Hitzeschock bei 37° Celsius ausgesetzt waren, als
adulte Fliegen eine variegierende Augenfärbung, die typisch ist für einen partiellen
Verlust des Silencings von mini-white (Abbildung 7a, rechtes Bild). Wie oben
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beschrieben, kann das Reportergen mini-white durch die GAL4-induzierte Transkription
von einem reprimierten in einen aktiven Zustand der Genexpression umgeschaltet
werden, und Fab-7 vermittelt die stabile Vererbung dieses Zustands (Cavalli und Paro,
1998). Im Gegensatz zu pUZ-Fab-7 Transgenen zeigen Drosophila-Linien, die transgen
für die Konstrukte pUZ-H19 (Abbildung 7b), P(hzh)-UAS (Abbildung 7c), pUZ-SNRPN
(Abbildung 7d) oder pUZ-Igf2 (Abbildung 7e) sind, keine veränderte Augenfarbe, wenn
man Fliegen, die bei 18° Celsius gehalten worden sind (Abbildung 7b-e, Bilder in der
jeweiligen linken Sparte), mit solchen vergleicht, die während der Embryogenese einem
Hitzeschock bei 37° Celsius ausgesetzt waren (Abbildung 7b-e, Bilder in der jeweiligen
rechten Sparte). Grundsätzlich können zwei mögliche Erklärungen für diese
Beobachtung herangezogen werden: erstens könnte das von den regulatorischen
Regionen aus genomisch geprägten Loci vermittelte Silencing von mini-white stärker
sein als der reprimierende Effekt, den Fab-7 auf das Reportergen ausübt, so dass eine
Aktivierung der Transkription des Reportergens durch GAL4 nicht möglich ist. Gegen
diese Vermutung spricht, dass das Gensilencing von mini-white bei 18° Celsius in pUZ-
Fab-7-Transgenen stärker ist als in Drosophila-Linien, welche die Transgene pUZ-
SNRPN oder pUZ-Igf2 besitzen (vergleiche Abbildung 7a linkes Bild mit Abbildung 7d
linkes Bild bzw. mit Abbildung 7e linkes Bild). Eine alternative Erklärung ist, dass
GAL4 zwar in der Embryogenese die Aktivierung von mini-white vermitteln kann, dass
dann aber der aktivierte Zustand der Transkription von mini-white durch Imprinting-
Kontrollregionen nicht stabil vererbt werden kann. Es bleibt festzuhalten, dass die hier
untersuchten Imprinting-Kontrollregionen in dem oben beschriebenen Drosophila in vivo
Assay keine zelluläre Gedächtnismodul-Funktion besitzen.
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2.2 Trans-wirkende Faktoren im Prozess des H19-
Gensilencings in transgenen Drosophila
Ein Silencer-Element aus der regulatorischen Region des genomisch geprägten H19-
Gens vermittelt sowohl in der Maus und als auch in Drosophila transkriptionelle
Repression (Lyko et al., 1997, Drewell et al., 2000). Die in der Evolution konservierte
Funktion dieses Silencer-Elements legt nahe, dass Drosophila melanogaster als
Modellorganismus eingesetzt werden kann, um die Wirkungsweise des Silencerelements
funktionell zu charakterisieren. Die evolutionäre Konservierung des Prozesses lässt
zudem vermuten, dass trans-wirkende Faktoren, die Gensilencing durch den H19-
Silencer vermitteln, zwischen Maus und Drosophila konserviert sind. Verglichen mit der
Maus bietet das Modellsystem Drosophila melanogaster technische Vorteile, die
experimentelle Ansätze ermöglichen, welche in der Maus nicht oder nur unter erheblich
größerem Aufwand durchführbar wären. In diesem Zusammenhang sind die kurze
Generationszeit, die Verfügbarkeit einer großen Anzahl genetisch charakterisierter
Mutationen und die Vielzahl etablierter gentechnischer Methoden in Drosophila zu
nennen. Im Folgenden werden zwei genetische Ansätze zur Identifizierung trans-
wirkender Faktoren im Prozess des H19-Gensilencings beschrieben, die sich diese
Vorteile des Modellsystems Drosophila melanogaster zu nutze machen.
2.2.1 Ein genetischer Screen in Drosophila zur Identifizierung neuer trans-
wirkender Faktoren im Prozess des H19-Gensilencings
Genetische Screens in Drosophila haben zur Entdeckung wichtiger Gene in Prozessen
wie der Signaltransduktion und der frühen Embryonalentwicklung beigetragen
(Nüsslein-Vollhardt und Wieschaus, 1980). In konventionellen genetischen Screens
werden durch Chemikalien oder Röntgenstrahlung Mutationen an zufälligen Stellen im
Genom induziert. Die Mutagenese durch Transposons hat demgegenüber den Vorteil,
dass die Insertionsstelle des Transposons in Genom und damit das von der Mutation
betroffene Gen erheblich einfacher identifiziert werden kann (Spradling et al., 1995).
Beide Methoden beruhen zum großen Teil auf Mutationen, welche die Funktion eines
Gens eliminieren oder die Aktivität des von dem betroffenen Gen kodierten Proteins
reduzieren. Auch wenn sich diese so genannten Funktionsverlust-Mutationen bei der
Entschlüsselung von regulatorischen Kaskaden als sehr informativ erwiesen haben,
gehen Schätzungen davon aus, dass mehr als zwei Drittel aller Gene in Drosophila
infolge einer Funktionsverlust-Mutation keinen vom Wildtyp abweichenden Phänotyp
erzeugen (Miklos und Rubin, 1996). In diesen Fällen können Funktionsgewinn-
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Mutationen aufschlussreicher sein. Funktionsgewinn-Mutationen erzeugen entweder ein
Genprodukt mit erhöhter Aktivität, oder sie sorgen für eine erhöhte Expression eines
Gens (Überexpression) und/oder der Expression eines Gens in einem Gewebe, in dem es
normalerweise nicht exprimiert wird (Missexpression). Ein genetischer Screen zur
Überexpression von Genen in Drosophila ist durch Pernille Rorth mit dem so genannten
EP Screen etabliert worden (Rorth, 1996). Dieser Screen basiert auf einer Modifikation
des UAS-GAL4-Systems (Brand und Perrimon, 1993). Der Transkriptionsaktivator
GAL4 und seine DNA-Bindungsstelle UAS sind in Abbildung 6 vorgestellt worden.
Wird anstelle eines Reportergens, wie in Abbildung 6 dargestellt, ein beliebiges Gen
stromabwärts der UAS-Stelle kloniert, kommt es infolge der Bindung von GAL4 an die
UAS-Bindungsstelle zur Expression des Gens. Dabei kann das Gewebe, in dem das Gen
exprimiert wird, über die Wahl der spezifischen transgenen GAL4 exprimierenden Linie
bestimmt werden (Brand und Perrimon, 1993). Das EP-System besteht aus folgenden
Komponenten: einer GAL4-Linie, die GAL4 in dem gewünschten Gewebe exprimiert,
und einer EP-Ziellinie, in der die UAS-Bindungsstelle und der minimale
Hitzeschockpromotor so orientiert sind, dass die Transkription aus dem EP-Transgen
heraus in benachbarte genomische Regionen erfolgt. Da EP-Transposons häufig in den
5’-regulatorischen Bereichen von Genen integrieren, kommt es somit infolge der
Bindung von GAL4 an die UAS-Bindungsstelle zur Expression desjenigen endogenen
Drosophila-Gens, in dessen 5’-regulatorische Region die Integration des EP-Elements
erfolgt ist (Rorth, 1996). Auf diesem Prinzip basierend wird ein genetischer Screen
entwickelt, der die Identifizierung von Genen ermöglichen soll, die an dem Prozess des
durch den H19-Silencer vermittelten Gensilencings beteiligt sind (Abbildung 8). Dabei
werden drei Transgene miteinander kombiniert:
a) die GAL4-Linie: P(eyGAL4 EGFP) exprimiert GAL4 unter der Kontrolle des eyeless-
Promotors im Fliegenauge (siehe unten). Als Transformationsmarker trägt dieses
Transgen das EGFP-Gen (enhanced green fluorescent protein).
b) die EP-Ziellinien (EP(yellow)): im Verlauf des Screens wird eine Kollektion von EP-
Ziellinien erzeugt, in denen jeweils eine Integration des EP-Elements an
unterschiedlichen genomischen Loci erfolgt ist. Somit kommt es nach der Bindung von
GAL4 an die UAS-Bindungsstelle in jeder Linie der EP-Kollektion zur Überexpression
eines spezifischen, endogenen Gens (in Abbildung 8: Gen A, Gen B und Gen C). Der
Transformationsmarker der EP-Ziellinie ist der Körperfarbenmarker yellow.
c) P(hzh): dieses Konstrukt ist bereits in Abbildung 4 beschrieben worden (in Abbildung
8 ist der Einfachheit halber nur ein Teil des Transgens dargestellt). Es enthält 3.8
Kilobasen der 5’-regulatorischen Region des H19-Gens, die beiden Reportergene mini-
white und lacZ sowie den H19-Enhancer (Lyko et al., 1997). In dieser Linie dient mini-
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white sowohl als Transformationsmarker als auch als Reportergen für das von der H19-
5’-regulatorischen Region vermittelte Gensilencing.
Abbildung 8: Prinzip des genetischen EP-Screens zur Identifizierung von Drosophila-Genen, die
in transgenen Fliegen H19-Gensilecing vermitteln. Die Überexpression endogener Gene mittels
des EP Screens kann das durch den H19-Silencer vermittelte Gensilencing verstärken (links),
vermindern (rechts) oder in einem unveränderten Zustand belassen (Mitte).
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In Abbildung 8 sind drei hypothetische Fälle skizziert, die aus der Überexpression eines
endogenen Drosophila-Gens resultieren können:
1. die Überexpression eines Gens hat keinen Effekt auf das H19-Gensilencing
(Abbildung 8: Gen B, Mitte).
2. die Überexpression eines Gens führt zu einem verstärkten H19-Gensilencing und
damit zu einer reduzierten Expression von mini-white (Abbildung 8: Gen A,
links).
3. die Überexpression eines Gens resultiert in einem verminderten H19-
Gensilencing, so dass mini-white stärker exprimiert wird (Abbildung 8: Gen C,
rechts).
Es muss betont werden, dass Abbildung 8 eine Übersicht über das Schema des Screens
gibt und keinesfalls alle denkbaren Varianten des Screens berücksichtigt. Zum einen
integrieren EP-Elemente nicht ausnahmslos nur in der 5’-regulatorischen Region von
Genen (siehe unten). Zum zweiten sind indirekte Effekte auf das H19-Gensilencing nicht
dargestellt.
2.2.2 Etablierung einer transgenen eyeless-GAL4-Linie
Die breite Verwendung des UAS-GAL4-Systems in der Drosophila-Forschung hat ihren
Grund in der Verfügbarkeit einer großen Anzahl von transgenen Linien, die GAL4 in
einem gewebe- und entwicklungsspezifischen Muster exprimieren. Allerdings trägt der
Grossteil dieser transgenen Linien mini-white als Transformationsmarker und besitzt
somit rote Augen. Da mini-white in dem hier durchgeführten genetischen Screen als
Reportergen für das von dem H19-Silencer vermittelte Gensilencing eingesetzt wird,
würde ein weiteres mini-white-Gen (oder ein anderer Augenfarbenmarker) gemäss dem
in Abbildung 8 skizzierten Schema zu einer roten Augenfarbe führen und damit eine
Analyse des H19-Gensilencings anhand der veränderten Expression des Reportergens
mini-white auf dem P(hzh)-Transgen unmöglich machen. Aus diesem Grund dürfen die
in dem Screen eingesetzten transgenen Linien, mit Ausnahme der Reporterlinie P(hzh),
keine Transformationsmarker besitzen, welche die Augenfarbe beeinflussen. Im Falle der
EP-Ziellinie konnte eine Linie Verwendung finden, die den Körperfarbenmarker yellow
als Transformationsmarker besitzt (zur Verfügung gestellt von Ulrich Schäfer,
Göttingen). Eine GAL4-Linie, die GAL4 unter der Kontrolle des eyeless-Enhancers
exprimiert und gleichzeitig keinen Augenfarbenmarker besitzt, existiert dagegen nicht.
Aus diesem Grund wird ein Transgen-Konstrukt, das die Expression von GAL4 unter der
Kontrolle des eyeless-Enhancers vermittelt und EGFP als Transformationsmarker besitzt,
generiert. Dazu wird in einem Plasmid, das der Expression von GAL4 durch den eyeless-
Enhancer dient (Newsome et al., 2000), der Transformationsmarker rosy (ein
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Augenfarbenmarker) gegen das EGFP-Gen ausgetauscht, das unter der Kontrolle eines
artifiziellen Promotors mit drei Bindestellen für Pax-6 steht (Berghammer et al., 1999).
EGFP ist eine leicht veränderte Form des grün-fluoreszierenden Proteins (GFP) aus der
Qualle Aequorea victoria, das bei Anregung mit blauen Licht einer Wellelänge von
400nm eine starke grüne Fluoreszenz produziert (Chalfie et al., 1994). Der daraus
resultierende Vektor P(eyGAL4 EGFP) wird verwendet, um transgene Drosophila-
Linien zu erzeugen.
           
Abbildung 9: Charakterisierung der transgenen Linie P(eyGAL4 EGFP). Vergleich der Linien
yw und P(eyGAL4 EGFP) bei Tageslicht (a) und Licht einer Wellenlänge von 400 nm (b). 9c-e:
Detektion der lacZ-Expression in Drosophila Augen-Antennen-Imaginalscheiben mittels einer
enzymatischen Reaktion, die von dem von lacZ kodierten Protein beta-Galaktosidase katalysiert
wird.
Transgene P(eyGAL4 EGFP)-Fliegen sind bei Tageslicht nicht zu unterscheiden von
Fliegen der Linie yw, die als Ausgangsstamm bei der Generierung der transgenen Linie
dient (Abbildung 9a). Dagegen sind P(eyGAL4 EGFP)-Transgene anhand der starken
grünen Fluoreszenz im Auge leicht zu erkennen, wenn Licht einer Wellenlänge von etwa
400nm angewendet wird (Abbildung 9b). Um zu verifizieren, ob P(eyGAL4 EGFP) die
Expression von GAL4 in einem für den eyeless-Enhancer charakteristischen Muster
vermittelt, wird P(eyGAL4 EGFP) mit einer transgenen Linie kombiniert, die das lacZ-
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Reportergen stromabwärts einer GAL4-UAS-Bindungstelle besitzt (P(UAS-lacZ)). Somit
kann die Expression von GAL4 indirekt über die Expression von lacZ nachgewiesen
werden. In der Linie P(UAS-lacZ) ist in Abwesenheit von GAL4 in Augen-Antennen-
Imaginalscheiben aus Drosophila-Larven kein lacZ-Protein detektierbar (Abbildung 9c).
Wird P(UAS-lacZ) dagegen mit P(eyGAL4 EGFP) kombiniert, kann lacZ durch eine
enzymatische Reaktion, die von dem von lacZ kodierten Protein beta-Galaktosidase
katalysiert wird, in der Augen-Antennen-Imaginalscheibe nachgewiesen werden
(Abbildung 9e). Das Muster der lacZ-Färbung ist nicht zu unterscheiden von demjenigen,
das eine P(eyGAL4)-Kontrolllinie in der Kombination mit P(UAS-lacZ) erzeugt
(Abbildung 9d). Zusammenfassend kann festgehalten werden, dass P(eyGAL4 EGFP)-
Transgene das für den eyeless-Enhancer charakteristische Expressionsmuster von GAL4
reproduzieren. Zudem hat das P(eyGAL4 EGFP)-Transgen bei Tageslicht keinen
Einfluss auf die Augenfarbe von adulten Drosophila, so dass P(eyGAL4 EGFP) eine
geeignete transgene Linie zur Durchführung des in Abbildung 8 skizzierten genetischen
Screens darstellt.
2.2.3 Die Durchführung des genetischen EP-Screens
Das Kreuzungsschema des durchgeführten genetischen EP Screens ist in Abbildung 10
wiedergegeben. Um die Kollektion an EP-Ziellinien zu erzeugen, wird die EP(yellow)-
Linie (yw;EP(yellow)Cyo/Bcg) zuerst mit einer Linie gekreuzt, die eine Transposase
exprimiert, welche die Mobilisation des EP-Elements vermitteln kann (yw;+;Δ2-3 Sb/
TMUbx). Es werden 500 große Futterröhrchen dieser Kreuzung angesetzt, die dreimal
umgesetzt werden, so dass insgesamt 2000 große Röhrchen der ersten Kreuzung erhalten
werden. Ziel dieser Kreuzung sind Männchen, die sowohl das EP-Element als auch die
Transposase besitzen (Abbildung 10a). In der zweiten Kreuzung werden diese Männchen
(yw;EP(yellow)Cyo/+;Δ2-3Sb/+) mit yw-Weibchen gekreuzt. Die zweite Kreuzung
verfolgt zwei Ziele: zum einen muss die Transposase wieder ausgekreuzt werden, um zu
verhindern, dass es zu einer wiederholten Transposition des EP-Elements kommt. Zum
zweiten können mit diesem Schritt diejenigen Männchen identifiziert werden, in denen
eine Mobilisation des EP-Elements stattgefunden hat. Das EP-Element ist ursprünglich
auf einem Chromosom integriert, das durch den Flügelmarker CyO gekennzeichnet ist
(CyO-Fliegen besitzen nach oben gebogene Flügel). Somit muss es in Nachkommen, die
zwar den Körperfarbenmarker yellow, nicht aber CyO-Flügel besitzen, zur Trennung
dieser beiden Marker durch eine Mobilisation des EP-Elements gekommen sein
(Abbildung 10b). 1550 große Röhrchen der zweiten Kreuzung werden angesetzt. In 1498
Röhrchen können insgesamt 4178 männliche Nachkommen gewonnen werden, in denen
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eine Mobilisation des EP-Elements eingetreten ist. Die dritte Kreuzung kombiniert diese
Männchen mit Weibchen, welche das P(hzh)-Transgen sowie das GAL4-Transgen
      
Abbildung 10: Das Schema der Kreuzungen des EP-Screens zur Identifizierung von Drosophila-
Genen, die H19-Gensilencing in transgenen Fliegen vermitteln. a) Kombination von EP-Element
und Transposase. b) Auskreuzen der Transposase und Identifizierung der Fliegen, in denen es zur
Mobilisierung des EP-Elements gekommen ist (die EP-Kollektion). c) Kombination der EP-
Kollektion mit Fliegen, die GAL4 exprimieren und das Reportergen mini-white tragen, dessen
Expression durch den H19-Silencer reprimiert wird.
P(eyGAL4 EGFP) besitzen. Erst bei diesem Schritt kommt es somit zur GAL4-
vermittelten Expression eines Gens, in dessen 5’-regulatorischer Region ein EP-Element
integriert ist. Unter den Nachkommen der dritten Kreuzung können dann anhand der
Veränderung der Augenfarbe Fliegen isoliert werden, in denen ein vermindertes oder ein
verstärktes H19-Gensilencing auftritt (Abbildung 10c).
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2.2.4 Auswertung des genetischen EP-Screens
Die Komplexität eines genetischen EP-Screens wird bestimmt durch die Größe der
Kollektion an EP-Zielgenen. Es ist unmöglich, die genaue Zahl an EP-Ziellinien zu
benennen, die in dem hier vorgestellten Screen analysiert worden sind. Die untere
Grenze liegt bei 1498, da Männchen, bei denen eine Mobilisation des EP-Elements
eingetreten sind, aus 1498 verschiedenen Futterröhrchen isoliert worden sind. In diesen
Fällen muss es sich um voneinander unabhängige Transpositionsereignisse handeln.
Insgesamt sind in der dritten Kreuzung 4178 Männchen eingesetzt worden, wobei es sich
allerdings zum Teil um identische Transpositionsereignisse handeln kann. Die Zahl der
voneinander unabhängigen EP-Ziellinien, die im Verlauf des EP-Screens generiert und
analysiert worden sind, liegt daher zwischen 1498 und 4178. Ein Pilotscreen ist mit 352
unabhängigen EP-Ziellinien durchgeführt worden (Rorth, 1996). Ein weiterer EP-Screen
basiert auf 2300 unabhängigen EP-Linien (Rorth et al., 1998). Es ist daher zu vermuten,
dass der hier vorgestellte genetische Screen eine mindestens vergleichbare Komplexität
besitzt wie ähnliche Screens, die in Drosophila durchgeführt worden sind.
Unter den Nachkommen der dritten Kreuzung konnten in 1.5 bis 4 Prozent der Fälle
Fliegen mit  auffallenden Störungen in der Augen-Morphologie identifiziert werden (eine
         
Abbildung 11: Phänotypen von Augen der Nachkommen der dritten Kreuzung des EP-Screens.
11a) Reporterlinie mit P(hzh) und P(eyGAL4 EGFP). 11b-e) Fliegenlinien, die eine im Vergleich
zu der in 11a gezeigten Linie eine verminderte Augenpigmentierung zeigen. 11f-j) Fliegenlinien
mit Defekten in der Augenmorphologie.
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Auswahl ist in Abbildung 11 f-j gezeigt). Die stark veränderte Morphologie der Augen
macht in diesen Fällen eine Analyse des H19-Gensilencings anhand der Veränderung der
Augenfarbe unmöglich. In einem ähnlichen EP-Screen sind in 4 Prozent der Fälle
Fliegen mit Defekten in der Augenentwicklung detektiert worden (Rorth, 1996). Die
vergleichbare Zahl von Fliegen mit einer veränderten Augenmorphologie in dem von
Rorth durchgeführten und dem hier beschriebenen Screen lässt darauf schließen, dass der
hier angewandte Screen funktionell ist.
Daneben konnten 17 Fliegenlinien isoliert werden, die eine im Vergleich zur Kontoll-
Linie leicht verminderte Augenpigmentierung zeigen (eine Auswahl ist in Abbildung
11b-e gezeigt, vergleiche jeweils mit Abbildung 11a). Die Integrationsstelle der EP-
Elemente in diesen Linien wird durch inverse Polymerase-Kettenreaktion bestimmt. Die
Methode erlaubt die Amplifizierung von genomischen Sequenzen stromaufwärts und
stromabwärts des EP-Elements. Da die Sequenz des Drosophila-Genoms bekannt ist,
lässt sich anhand der flankierenden DNA-Sequenzen die Integrationsstelle des EP-
Elements bestimmen. Tabelle 1 zeigt eine Übersicht der Daten dieser 17 EP-Insertionen.
Die Analyse der Sequenzierungsdaten stromabwärts und stromaufwärts des jeweiligen
EP-Elements zeigt, dass die Methode der inversen Polymerasenkettenreaktion geeignet
ist, um die Insertionsstelle eines Transposons zu bestimmen. So konnten in 31 von 34
Fällen verwertbare DNA-Sequenzen gewonnen werden, die eine hohe Übereinstimmung
mit der veröffentlichten Drosophila-Genom-Sequenz besitzen. Abweichungen von der
publizierten Sequenz können durch Fehler in der Sequenzierungsreaktion bedingt sein.
Es ist auch möglich, dass zwischen der zur Sequenzierung des Drosophila-Genoms
verwendeten Linie und derjenigen Linie, die zur Durchführung des EP-Screens dient,
Sequenz-Polymorphismen bestehen. Ungeachtet dessen erlaubt die inverse
Polymerasenkettenreaktion eine hinreichend genaue Bestimmung der Integrationsstelle
des EP-Transposons.
In 12 von 17 Fällen ist die Insertion in den 5-regulatorischen Bereich von Genen erfolgt,
was die bevorzugte Integration von EP-Elementen in diese Regionen unterstreicht
(Rorth, 1996). In fünf Fällen dagegen trifft die Insertion des EP-Elements den
kodierenden Bereich eines Gens. Diese EP-Integrationen stellen Mutationen der
betroffenen Gene dar und sind homozygot nicht lebensfähig (EP 271, EP 279, EP 350,
EP 467 und EP 513). EP 361 stellt einen Sonderfall dar: die Insertion des EP-Elements
ist zwar in dem 5’-regulatorischen Bereich des Gens von 33111 erfolgt, aber die
Orientierung des EP-Elements macht eine Überexpression von CG 33111 unmöglich. Es
konnte allerdings innerhalb von 5 Kilobasen stromaufwärts von CG 33111 kein Gen in
einer Position identifiziert werden, die eine von EP 361 vermittelte Überexpression
erlauben würde. Deshalb ist unklar, ob die EP-Insertion 361 CG33111 oder ein anderes,
bisher nicht identifiziertes Gen betrifft.
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EP Insertion 5’-EP Sequenz 3’-EP Sequenz Gen-Funktion
4 5’ von Myo31Df 206/209(98%) 123/124 (99%) Myosin ATPase
47
5’ von Anterior open
(aop)








189/189 (100%) 225/227 (99%) Ribosomal. Protein




212/213 (99%) 168/169 (99%) Transkriptions-Repressor
268 5’ von Fasciclin 3 - 138/138 (100%) Zelladhäsion
271 in Gliolectin 163/169 (96%) 222/227 (97%) Zelladhäsion




254/262 (96%) - RNA-bindendes Protein
350 in Osa 131/131 (100%) 226/228 (99%)
Trx-Gruppen-Gen
DNA-bindendes Protein
361 5’ von CG 33111 (?) 125/125 (100%) 216/226 (95%) ?
404 5’ von CG7530 205/205 (100%) 102/102 (100%) ?
467 in Taranis 18/18 (100%) 222/222 (100%) Trx-Gruppen-Gen
476 5’ von Outspread 160/163 (98%) 203/226 (89%) ?
513 in Delta 259/262 (98%) 203/226 (89%) Ligand von Notch
528 5’ von Lola - 215/221 (97%) Transkriptionsfaktor
Tabelle 1: EP-Element-Insertionen, die zu verminderter Expression des mini-white-Reportergens
in P(hzh) führen, sowie die flankierenden Gene und ihre Funktionen. Daneben sind die
Ergebnisse der Sequenzierungen am 5’- und am 3’-Ende des jeweiligen EP-Elements
wiedergegeben. Die Zahlen beziehen sich dabei auf die auswertbaren Sequenzen sowie die
Übereinstimmung mit der publizierten Sequenz des Drosophila-Genoms (in Prozent in
Klammern).
Die von den EP-Insertionen betroffenen Gene üben eine Vielzahl von zellulären
Funktionen aus (Tabelle 1). Drei Gene sind an der Zelladhäsion beteiligt, vier kodieren
Transkriptionsfaktoren, zwei kodieren RNA-bindende Proteine, und zwei weitere Gene
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gehören zur Gruppe der Trithorax-Gene von Transkriptionsaktivatoren. Jeweils ein Gen
kodiert ein Mitglied der Myosin-Familie und ein ribosomales Protein. Schließlich ist die
Funktion von drei Genen, welche in dem EP-Screen identifiziert werden konnten,
unbekannt. Zusammenfassend stellen diese Gene eine funktionell sehr inhomogene
Gruppe dar.
Mit Hilfe des EP-Screens sind 17 schwache genetische Verstärker des H19-vermittelten
Gensilencings identifiziert worden (diese Gruppe von Genen ist in Abbildung 8 durch
Gen A symbolisiert). Es konnte dagegen keine EP-Insertion isoliert werden, die zu einem
Verlust des H19-vermittelten Gensilencings führt (wie für Gen C in Abbildung 8
dargestellt). Zudem sind die beobachteten Auswirkungen auf das H19-vermittelte
Gensilencing schwach (Abbildung 11a-e), und die Gruppe der von den EP-Insertionen
betroffenen Gene ist funktionell sehr inhomogen. Es muss aus diesen Gründen bezweifelt
werden, dass der EP-Screen eine geeignete Methode zur Identifizierung neuer Faktoren
darstellt, die eine Rolle im Prozess des Gensilencings spielen, das von dem H19-Silencer
vermittelt wird. Auf eine detaillierte Charakterisierung der in Tabelle 1 beschriebenen
EP-Insertionen wird daher im Rahmen dieser Arbeit verzichtet.
2.2.5 Systematische Analyse charakterisierter Mutationen
Ein Vorteil von Drosophila melanogaster als Modellsystem ist die Verfügbarkeit einer
großen Anzahl charakterisierter genetischer Mutationen, die eine Vielzahl zellulärer
Funktionen betreffen. Daraus ergibt sich ein zweiter, neben dem EP-Screen verfolgter
genetischer Ansatz zur Identifizierung von Faktoren, die H19-Gensilencing in transgenen
Drosophila vermitteln: Mutationen, deren Rolle in diversen Prozessen des Gensilencings
beschrieben worden ist, können mit P(hzh)-Transgenen kombiniert werden. Anhand der
Veränderung der Augenfarbe lässt sich in den Nachkommen dieser Kreuzungen
bestimmen, ob die jeweilige Mutation das von dem H19-Silencer vermittelte
Gensilencing von mini-white beeinflusst. Die analysierten Mutationen sind
dementsprechend in vier Gruppen aufgeteilt (Tabelle 2): erstens Mutationen, die eine
verminderte mini-white-Expression zeigen, und in denen das H19-vermittelte
Gensilencing somit verstärkt ist (Gensilencing [+]). Die zweite Gruppe umfasst
Mutationen, die keinen Einfluss auf die Expression von mini-white in P(hzh) haben
(Gensilencing [+/-]). In der dritten Gruppe sind Mutationen zusammengefasst, deren
Kombination mit P(hzh) in einer leicht verstärkten Expression von mini-white resultiert,
was auf eine Verminderung des H19-Gensilencings hindeutet (Gensilencing [-]).
Schließlich sind in der vierten Gruppe Mutationen zu finden, die zu einer starken
Expression von mini-white führen (Gensilencing [--])
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Tabelle 2: Mutationen, welche die Genexpression auf dem Niveau der Chromatinstruktur
regulieren, und ihr Einfluss auf die Expression des mini-white Reportergens, dessen Expression
unter der Kontrolle der 5’-H19  Region steht. In allen Kreuzungen ist P(hzh) homozygot
vorhanden. Anhand der Expression von mini-white in P(hzh) sind die Mutationen in vier
Gruppen klassifiziert: verminderte mini-white-Expression (Gensilencing [+]), unveränderte mini-
whi te -Expression (Gensilencing [+/-]), leicht verstärkte Expression von mini-white
(Gensilencing [-]) und deutlich verstärkte Expression von mini-white (Gensilencing [--]).
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Drei verschiedene Mutationen des o s a-Gens verstärken das H19-vermittelte
Gensilencing. Den gleichen Effekt hat die in dem hier durchgeführten EP-Screen
entdeckte EP-Insertion 350 (Abbildung 11b und Tabelle 1), eine Insertion in der
kodierenden Region des osa-Gens.
Innerhalb der Gruppe der Gene, deren Mutation zu einer leicht verstärkten Expression
von mini-white führt, stellen die Su(var)-Gene mit sieben Mitgliedern die grösste
Gruppe. Su(var)-Gene kodieren in Drosophila Proteine, die an der Bildung von
Heterochromatin beteiligt sind (Grewal und Elgin, 2002). Heterochromatin übt einen
repressiven Effekt auf die Genexpression aus, der durch Mutationen in Su(var)-Genen
aufgehoben wird. Da Mutationen in einigen Su(var)-Genen auch das von dem H19-
Silencer vermittelte Gensilencing abschwächen (Tabelle 2), sind gemeinsame Protein-
Komponenten in den Prozessen des Gensilencings durch den H19-Silencer und durch
Heterochromatin-Strukturen involviert. Es ist daher anzunehmen, dass beide Prozesse
funktionelle Ähnlichkeiten aufweisen.
Eine Mutation des Suppressor of Hairy wing-Gens (Su(Hw)) führt zum Verlust des H19-
vermittelten Gensilencings (Tabelle 2). Von allen in den Tabellen 1 und 2 aufgelisteten
Mutationen, die durch die beiden vorgestellten genetischen Ansätze analysiert worden
sind, zeigt die Mutation des Su(Hw)-Gens den stärksten Effekt. Daher wird der Einfluss




2.3 Suppressor of Hairy wing: ein trans-wirkender Faktor im
Prozess des H19-Gensilencings in transgenen Drosophila
Unter allen im Rahmen dieser Arbeit getesteten genetischen Mutationen zeigt su(Hw)v/f
die stärkste Derepression des mini-white Reportergens in P(hzh)-Transgenen (Tabelle 2).
Aus diesem Grund wird der Einfluss von su(Hw) auf den H19-Silencer im Folgenden
charakterisiert.
2.3.1 su(Hw) ist ein Suppressor des durch den H19-Silencer vermittelten
Gensilencings
Die Kombination der Mutation su(Hw)v/f mit dem Transgen P(hzh) führt zum Verlust des
Silencings des Reportergens mini-white (Abbildung 12a und 12b). Die Fähigkeit, in
transgenen Drosophila als Silencer zu fungieren, ist neben dem Silencer aus der 5’-
regulatorischen Region von H19 auch für Sequenzen aus dem genomisch geprägten
SNRPN-Locus demonstriert worden (Lyko et al., 1998). Abbildung 12c belegt hingegen,
dass der Effekt der su(Hw)v/f-Mutation für das P(hzh)-Transgen spezifisch ist.
   
Abbildung 12: su(Hw) ist ein Suppressor des durch den H19-Silencer vermittelten mini-white
Gensilencings. 12a) H19-Transgen P(hzh) in einem Wildtyp genetischen Hintergrund. 12b)
P(hzh) in Kombination mit der Mutation su(Hw)v/f. 12c) Quantifizierung der Augenpigmente in
Drosophila, die transgen für P(hzh) oder das SNRPN-Transgen P(UZP1-1) sind. Genotypen sind
Wildtyp (wt), su(Hw)v/f (su(Hw)) und mod(mdg4)u1 (mod).
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Die Quantifizierung der Augenpigmente zeigt, dass die Mutation in einer etwa dreifach
verstärkten Expression von mini-white in P(hzh) resultiert (Abbildung 12c, vergleiche
Balken 1 und 2), während die mini-white Expression nahezu unverändert bleibt, wenn
das Reportergen unter der Kontrolle des Silencers aus der SNRPN-Region steht (12c,
vergleiche Balken 4 und 5). Bemerkenswerterweise führt eine Mutation des Gens
Modifier of Mdg4 (mod(mdg4)u1), dessen Genprodukt mit Su(Hw) interagiert
(Gerasimova et al., 1995), ebenfalls zu einer, wenn auch im Vergleich mit su(Hw)v/f
weniger deutlichen, Derepression des mini-white Silencings in P(hzh) (Abbildung 12c
Balken 3, und Tabelle 2). Dieses Ergebnis zeigt, dass su(Hw) ein genetischer Suppressor
des Gensilencings durch den H19-Silencer ist.
2.3.2 Das Su(Hw)-Protein bindet P(hzh) in vivo
Die in Abbildung 12 gezeigten genetischen Daten sind ungeeignet, um zwischen direkten
und indirekten Effekten von su(Hw) auf das Silencing des Reportergens mini-white in
P(hzh) zu unterscheiden. Um zu untersuchen, ob Su(Hw) in vivo an P(hzh)-Sequenzen
bindet, werden Immun-Färbungen an Polytän-Chromosomen von Drosophila-Larven
durchgeführt.
             
Abbildung 13: Su(Hw) bindet in vivo an das H19-Transgen P(hzh). Immunofärbungen mit anti-
Su(Hw)-Antikörper an Polytänchromosomen aus Wildtyp-Larven (a), oder aus Larven, die
homozygot (b) oder heterozygot (c) für P(hzh) sind.
An der Integrationsstelle des P(hzh)-Transgens wird eine zusätzliche Bande sichtbar,
wenn Polytänchromosomen aus heterozygoten oder homozygoten P(hzh)-Larven mit
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einem Antikörper gegen Su(Hw) angefärbt werden (weißer Pfeil in Abbildung 13b und
c). An der entsprechenden Stelle ist in Chromosomen aus Wildtyp-Larven kein Su(Hw)-
Signal sichtbar (Abbildung 13a, weißer Pfeil). Demnach ist durch das P(hzh)-Transgen
im Genom eine neue Su(Hw)-Bindestelle geschaffen worden. Su(Hw) bindet Sequenzen
des (Phzh)-Transgens in vivo, was für einen direkten repressorischen Effekt von Su(Hw)
im Prozess des durch den H19-Silencer vermittelten Gensilencings spricht.
2.3.3 Ein Drosophila Protein bindet in vitro an den H19-Silencer
Um zu bestimmen, welche Sequenzen innerhalb des H19-Transgens P(hzh) Su(Hw)
binden, werden elektrophoretische Mobilitäts-Shift-Assays (EMSA) durchgeführt. Dabei
werden DNA-Fragmente, welche den H19-Silencer abdecken, radioaktiv markiert und
mit Kernextrakt aus Drosophila-Embryonen inkubiert. Das Prinzip des EMSA ist, dass
sich die Position eines DNA-Fragments in einem Gel ändert, wenn das DNA-Fragment
nicht frei ist, sondern ein Protein gebunden trägt. Da der Protein-DNA-Komplex größer
als das freie Fragment ist, kommt es zu einem veränderten Laufverhalten („Shift“).
Abbildung 14  gibt  eine  Übersicht  über  die  DNA-Fragmente,  welche  in  den  EMSA-
Abbildung 14: Schematische Darstellung der 5’-regulatorischen Region von H19. (die Zahlen
zeigen die Entfernung vom Transkriptionsstart des H19-Gens an). Der H19-Silencer ist als rotes
Rechteck dargestellt, die CTCF-Bindungsstellen als dunkelgraue Kästchen. Gelbes Rechteck: die
stromaufwärts des Silencers gelegenen Sequenzen der H19-Imprinting-Kontrollregion. Die
Balken geben die Position der Fragmente an, die in EMSA-Experimenten eingesetzt werden.
Unten: die Transgen-Konstrukte P(hzh), P(hzh)Δ72 und P(hzh)Δ256.
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Experimenten eingesetzt worden sind, und ihre Position innerhalb der 5’-regulatorischen
Region von H19.
Durch EMSA-Experimente kann eine Aktivität detektiert werden, die eine Subdomäne
des H19-Silencers bindet (Abbildung 15, Spur 2). Die Zugabe von Drosophila-
Kernextrakt erzeugt ein verändertes Laufverhalten eines DNA-Fragments innerhalb des
H19-Silencers (EMSA 4 in Abbildung 14, Basenpaare -2257 bis -2001 relativ zum
Transkriptionsstart von H19), und von zwei kleineren DNA-Fragmenten innerhalb dieses
Fragments (EMSA 4.1 und EMSA 4.1.1 in Abbildung 14, Basenpaare -2257 bis -2115
bzw. -2257 bis -2185 relativ zum Transkriptionsstart von H19). Ein repräsentatives
EMSA-Experiment mit EMSA 4.1 ist  in Abbildung 15 gezeigt. Die detektierte Aktivität
ist spezifisch, da sie mit einem Überschuss des nicht radioaktiv markierten Fragments
kompetitiert werden kann, nicht aber mit der gleichen molaren Konzentration eines
unspezifischen Kontroll-DNA-Fragments aus dem pBlueskript Vektor (Abbildung 15,
Spuren 3 und 4). Wird der Kernextrakt vor der EMSA-Reaktion mit einem gegen
Su(Hw) gerichteten polyklonalen Antikörper inkubiert, kommt es zum Verlust des Shifts
(Abbildung 15, Spur 5), während die gleiche Konzentration eines unspezifischen, gegen
Tubulin gerichteten Antikörpers keinen Einfluss hat (Abbildung 15, Spur 6).
Abbildung 15: EMSA-Experiment mit dem EMSA 4.1-Fragment aus dem H19-Locus (links) und




Ein ähnliches Resultat wird erhalten, wenn das Fragment aus dem H19-Silencer in
EMSA-Experimenten durch eine bekannte Su(Hw)-Bindungsregion aus dem forked
Locus ersetzt wird (Lankenau et al., 2000). Die Zugabe von Drosophila-Kernextrakt
erzeugt einen Shift (Abbildung 15, Spur 8), der nicht auftritt, wenn der Kernextrakt vor
dem EMSA-Experiment mit einem gegen Su(Hw) gerichteten Antikörper inkubiert wird
(Abbildung 15, Spuren 12 und 13). Daneben kann der Shift, der mit dem forked-
Fragment erhalten wird, sowohl mit einem Überschuss des Fragments aus dem forked-
Locus selbst als auch mit einem Fragment aus dem H19-Silencer kompetitiert werden,
während die Kompetiton mit einem Fragment aus dem pBlueskript-Vektor weniger
effektiv ist (Abbildung 15, Spuren 9-11). Dieser Befund lässt vermuten, dass die
Fragmente aus dem forked- und dem H19-Locus von dem gleichen Drosophila-Protein
gebunden werden. Da der Shift in beiden Fällen durch eine Inkubation des Kernextraktes
mit einem polyklonalen anti-Su(Hw)-Antikörper eliminiert wird, ist zu vermuten, dass
Su(Hw) für den beobachteten Shift verantwortlich ist.
2.3.4 Rekombinantes Su(Hw) bindet nicht an H19-Silencer-Sequenzen
Die in Abbildung 15 gezeigten Daten legen nahe, dass Su(Hw) an Sequenzen des H19-
Silencers bindet. Um zu bestimmen, ob Su(Hw) Partnerproteine benötigt, um den Shift
zu erzeugen, oder ob das Protein alleine in der Lage ist, den Shift zu vermitteln, wird
Su(Hw) in einem heterologen Expressionssystem produziert. Dazu wird das Su(Hw)-
Protein in der Hefe Saccharomyces cerevisiae exprimiert, und die EMSA-Experimente
werden mit Gesamtzellproteinextrakt aus der Hefe durchgeführt. Als Kontrollfragment
dient in diesem Fall ein Fragment des gypsy-Retrotransposons, das von rekombinantem
Su(Hw)-Protein gebunden wird (Kim et al., 1993). Wird Hefe-Gesamtzellproteinextrakt
mit dem gypsy-Fragment inkubiert, ist ein Shift zu beobachten (Abbildung 16, Spur 12),
der nicht vorhanden ist, wenn die gleiche Konzentration an Gesamtzellproteinextrakt aus
einem Hefestamm eingesetzt wird, der kein rekombinantes Su(Hw)-Protein produziert
(Abbildung 16, Spur 11). Bei zunehmender Proteinkonzentration nimmt die Menge an
radioaktiv markiertem freiem gypsy-Fragment ab, bis schließlich die gesamte Menge an
radioaktiv markiertem Fragment von Su(Hw) gebunden wird (Abbildung 16, vergleiche
jeweils die Spuren 13 und 14 bzw. 15 und 16). Dagegen ist kein Shift zu erkennen, wenn
Hefe-Gesamtzellextrakt mit einem Fragment aus dem H19-Silencer inkubiert wird, das
mit Drosophila-Kernextrakt einen Shift erzeugt (Abbildung 16, Spur 2). Vergleicht man
bei gleicher Proteinkonzentration jeweils Reaktionen mit Gesamtzellproteinextrakt aus
einem Hefestamm, der rekombinantes Su(Hw) exprimiert, mit Reaktionen, in denen
Proteinextrakt aus einem Kontrollstamm eingesetzt wird, der das Drosophila-Protein
nicht produziert, so ist kein Unterschied hinsichtlich des Laufverhaltens des Fragments
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aus dem H19-Silencer sichtbar (Abbildung 16, vergleiche jeweils folgende Spuren
miteinander: Spur 3 mit Spur 4, Spur 5 mit Spur 6, und Spur 7 mit Spur 8). Daraus kann
gefolgert werden, dass rekombinantes, in der Hefe exprimiertes Su(Hw)-Protein den
H19-Silencer nicht binden kann. Es ist vorstellbar, dass Su(Hw) Partnerproteine benötigt,
die in S. cerevisiae nicht vorhanden sind, um an Sequenzen des H19-Silencers zu binden.
  
Abbildung 16: EMSA-Experimente mit DNA-Fragmenten aus dem H19-Locus (EMSA 4.1) und
dem gypsy-Retrotransposon. Drosoph i la  KE: Kernextrakt aus Drosophila-Embryonen.
S.c.GZE–Su(Hw): Gesamtzellproteinextrakt aus Saccharomyces cerevisiae-Stamm, der kein
Su(Hw)-Protein produziert. S.c. GZE + Su(Hw): Gesamtzellproteinextrakt aus Saccharomyces
cerevisiae-Stamm, der Drosophila-Su(Hw) exprimiert.
Eine andere Erklärung könnte sein, dass Su(Hw) für die Fähigkeit, mit dem H19-Silencer
zu interagieren, posttranslationale Modifikationen benötigt, die in dem heterologen Hefe-
Proteinexpressionssystem nicht reproduziert werden.
2.3.5 Die Deletion der Su(Hw) interagierenden Region führt zum Verlust
des mini-white-Gensilencings durch die 5’-H19 Region
Die durchgeführten EMSA-Experimente legen nahe, dass Su(Hw) mit Sequenzen des
H19-Silencers interagiert (Abbildung 15). Um die Rolle der vermuteten Su(Hw)-
interagierenden Region innerhalb des H19-Silencers in vivo zu analysieren, werden die
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entsprechenden Sequenzen von dem H19-Transgen P(hzh) deletiert. Zwei verschiedene
Transgen-Konstrukte werden generiert: in dem ersten Konstrukt P(hzh)Δ256 werden 256
Basenpaare der Su(Hw)-interagierenden Region deletiert (entspricht EMSA 4 in
Abbildung 14, Basenpaare -2257 bis -2001 relativ zum H19-Transkriptionsstart). In dem
zweiten Konstrukt P(hzh)Δ72 sind 72 Basenpaare entfernt worden (EMSA 4.1.1 in
Abbildung 14, Basenpaare -2257 bis -2185 relativ zum H19-Transkriptionsstart). Es
werden neun P(hzh)Δ256 und sechs P(hzh)Δ72 transgene Linien etabliert. Werden die
Augenpigmente dieser Linien mit der Linie P(hzh) verglichen, so wird ein signifikanter
Verlust des mini-white Gensilencings deutlich (Abbildung 17a). Sowohl P(hzh)Δ72 als
auch P(hzh)Δ256 zeigen mit P(hzh) verglichen in einer Messung der Augenpigmente
eine Zunahme um einen Faktor von etwa vier (Abbildung 17a, vergleiche Balken 1 mit
Balken 3 und 4). Dieser Wert ist vergleichbar mit der etwa dreifach größeren Menge an
Augenpigmenten in P(hzh) in einem su(Hw)v/f genetischen Hintergrund verglichen mit
P(hzh) in einem dem Wildtyp entsprechenden genetischen Hintergrund (Abbildung 17a,
Balken 1 und 2). Dieses Ergebnis deutet darauf hin, dass die in P(hzh)Δ72 und
P(hzh)Δ256 deletierten Sequenzen essentiell für die Funktion des H19-Silencers sind. Es
muss allerdings betont werden, dass aus den in Abbildung 17a präsentierten Daten nicht
gefolgert werden kann, dass der Verlust der Repression von mini-white in P(hzh)Δ72 und
P(hzh)Δ256 durch die Deletion einer Su(Hw)-Bindungsstelle innerhalb des H19-
Silencers bedingt ist. Deshalb werden die Linien P(hzh)Δ72 und P(hzh)Δ256 mit der
su(Hw)v/f-Mutation kombiniert (zwei Linien für P(hzh)Δ72 und drei Linien für
P(hzh)Δ256). In allen Fällen führt die su(Hw)-Mutation zu einer schwachen Zunahme der
Augenpigmentierung (Abbildung 17b, vergleiche Balken 3 und 4 bzw. Balken 5 und 6).
Die Zunahme an Augenpigment ist jedoch signifikant schwächer als für das Konstrukt
P(hzh) (Abbildung 17b, vergleiche Balken 1 und 2). Zusammengenommen zeigen die
hier präsentierten Daten, dass die in P(hzh)Δ72 und P(hzh)Δ256 deletierte Region einen
Silencer enthält, dessen Aktivität partiell von Su(Hw) abhängig ist. Es kann nicht
ausgeschlossen werden, dass weitere Su(Hw)-Bindungsstellen innerhalb von P(hzh)
existieren, was die schwache Zunahme der Augenpigmentierung erklären könnte, die
beobachtet wird, wenn man P(hzh)Δ72 und P(hzh)Δ256 in einem su(Hw)v/f-Genotyp mit
dem entsprechenden Wildtyp-Genotyp vergleicht (Abbildung 17b). Eine alternative
Erklärung für diese Beobachtung ist, dass Su(Hw) den H19-Silencer sowohl direkt als
auch indirekt beeinflusst, zum Beispiel durch die Regulation eines Faktors, der ebenfalls
an den H19-Silencer bindet. Ein solcher indirekter Einfluss würde durch die Entfernung
der Su(Hw)-Bindungsstelle nicht beeinträchtigt.
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Abbilldung 17: Die Deletion der Su(Hw) interagierenden Region des H19-Silencers führt zum
Verlust des Silencings von mini-white. a) Augenpigmentmessung von P(hzh), P(hzh)Δ72 und
P(hzh)Δ256 im Wildtyp-Genotyp (wt). Die Augenpigmentmessung von P(hzh) ist auch in
Kombination mit der su(Hw)v/f-Mutation (su(Hw)) gezeigt. b) Augenpigmentmessungen von




2.3.6 Su(Hw) vermittelt die Suppression der transkriptionellen Repression
durch den H19-Silencer
Der stärkste genetische Suppressor des Gensilencings durch den H19-Silencer, der im
Rahmen dieser Arbeit identifiziert werden konnte, ist su(Hw). Das Su(Hw)-Protein
bindet in vivo an Sequenzen des H19-Transgens P(hzh). In vitro konnte eine spezifische
Bindungsaktivität mit Sequenzen des H19-Silencers in Drosophila Kernextrakt detektiert
werden. Die Bindungsaktivität wird durch die Zugabe eines gegen Su(Hw) gerichteten
Antikörpers inhibiert. Des Weiteren führt die Deletion der Su(Hw)-interagierenden
Region in P(hzh) zum Verlust des Gensilencings eines Reportergens, dessen Expression
durch den H19 -Silencer kontrolliert wird. Diese Ergebnisse führen zu der
Schlussfolgerung, dass Su(Hw) Gensilencing an einem transgenen H19-Locus in
Drosophila vermittelt.
Verglichen mit der Deletion der Su(Hw)-interagierenden Region resultiert die Deletion
des gesamten H19-Silencerelements in P(hzh)-Transgenen jedoch in einer stärkeren
Derepression des Reportergens mini-white (Lyko et al., 1997). Dieser Befund lässt
vermuten, dass Su(Hw) nicht der einzige Faktor ist, der am Prozess der transkriptionellen
Repression durch den H19-Silencer in Drosophila beteiligt ist. Das zelluläre Repertoire
an Gensilencing-Komponenten ist nicht auf Proteine beschränkt. Neben repressorischen
Proteinen sind regulatorische RNAs in Gensilencing-Prozesse involviert, die von der X-
Inaktivierung in weiblichen Säugetieren bis zu transkriptioneller Repression durch
heterochromatische Chromatinstrukturen reichen (Volpe et al., 2002, Pal-Bhadra et al.,
2004, Heard, 2004). Nichtkodierende RNAs vermitteln Repression an den genomisch
geprägten Igf2r- und Kcnq1-Loci (Sleutels et al., 2002, Lewis et al., 2004a).
Bemerkenswerterweise sind auch in der H19-Silencer-Region Transkripte detektiert
worden (Schmidt et al., 1999, Drewell et al., 2002). Die Funktion dieser RNA ist jedoch
nicht bekannt. Aus diesem Grund soll in den folgenden Kapiteln untersucht werden, ob




2.4 RNA-vermitteltes Gensilencing am H19-Locus in
transgenen Drosophila
Nichtkodierende RNAs spielen eine essentielle Rolle bei der Regulation der
eukaryontischen Genexpression. RNAs, denen ein offenes Leseraster fehlt, vermitteln die
transkriptionelle Repression genomisch geprägter Gene der Igf2r- und Kcnq1-Cluster
(Sleutels et al., 2002, Umlauf et al., 2004). Weitere Beispiele für RNAs, die eine
Funktion in Gensilencing-Prozessen haben, können in einer Vielzahl von Organismen
gefunden werden. So ist an der Dosiskompensation in Säugetieren, in welcher eines der
beiden weiblichen X-Chromsosomen transkriptionell inaktiviert wird, eine
nichtkodierende RNA, Xist, beteiligt (Heard, 2004). Kleine, nichtkodierende RNAs sind
in Schizosacharomyces pombe und Drosophila verantwortlich für die Etablierung
heterochromatischer Strukturen, die einen repressiven Effekt auf die Genexpression
ausüben (Volpe et al., 2002, Pal-Bhadra et al., 2004). Die Vielzahl von Fällen, in denen
ein kausaler Zusammenhang zwischen nichtkodierenden RNAs und Gensilencing
demonstriert werden konnte, lässt vermuten, dass nichtkodierende RNAs auch in der
Repression der Transkription im Igf2/H19-Cluster eine Funktion besitzen könnten. Diese
Hypothese wird im Folgenden untersucht.
2.4.1 Transkripte innerhalb des H19-Silencers
In Drosophila-Linien, die das H19-Transgen P(hzh) besitzen, kann mittels einer reversen
Transkriptionsreaktion ein Transkript innerhalb des H19-Silencers detektiert werden
(Abbildung 18). Bei der reversen Transkription wird RNA zunächst durch ein virales
Enzym, die reverse Transkriptase, in DNA umgeschrieben. In einem sich anschließenden
Schritt kann die DNA durch eine Polymerasenkettenreaktion amplifiziert werden. Das
H 1 9 -Transkript kann in H19-Transgenen, nicht aber in Wildtyp-Drosophila
nachgewiesen werden (Abbildung 18, vergleiche Spur 2 mit Spur 7), was belegt, dass die
in der Polymerasenkettenreaktion eingesetzten Primer spezifisch für Sequenzen des H19-
Transgens sind. Ein Tubulin-Transkript kann dagegen amplifiziert werden, wenn in der
reversen Transkription RNA aus Drosophila-Embryonen einer Wildtyp-Linie oder aus
einer P(hzh) transgenen Linie eingesetzt wird (Abbildung 18, Spuren 3 und 8). Aufgrund
der Amplifikation durch die Polymerasenkettenreaktion können in reversen
Transkriptionsreaktionen kleinste DNA-Verunreinigungen in der für die Reaktion
eingesetzten RNA-Probe ein Signal verursachen. Diese Möglichkeit kann hier
ausgeschlossen werden. Zum einen ist keine H19-spezifische Bande nachzuweisen, wenn
das Enzym reverse Transkriptase in dem Reaktionsansatz fehlt (Abbildung 18, Spur 4).
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Zum zweiten eliminiert eine Behandlung der RNA-Probe vor der reversen Transkription
mit RNase, einem RNA-abbauenden Enzym, die Bande (Abbildung 18, Spur 6).
                 
Abbildung 18: H19-Silencer-Sequenzen werden in transgenen Drosophila transkribiert. Reverse
Transkriptionsreaktion mit Hexamer-Primern und anschließender Polymerasenkettenreaktion mit
spezifischen Primern für die H19-Silencer-Region oder kodierende Tubulin-Sequenzen (Tub).
Die in der Reaktion eingesetzte RNA wird aus Drosophila-Embryonen isoliert. Bp: Basenpaare,
RT: reverse Transkriptase.
Sequenzen des H19-Transgens P(hzh) erzeugen demnach in transgenen Drosophila
RNA-Transkripte, die den Silencer mit einschließen.
2.4.2 Bidirektionale Transkription von H19-Silencer-Sequenzen
In der in Abbildung 18 gezeigten reversen Transkriptionsreaktion sind Hexamer-Primer
eingesetzt worden. Hexamer-Primer ermöglichen das Umschreiben aller RNAs in einer
Probe in DNA, sie erlauben aber keine Aussage darüber, welcher RNA-Strang in DNA
umgeschrieben wird. Deshalb werden reverse Transkriptionsreaktionen durchgeführt, bei
denen anstelle von Hexamer-Primern spezifische Primer verwendet werden. Abbildung
19a zeigt Beispiele dieser Reaktionen. Dabei können, mit RNA-Proben aus Drosophila-
Embryonen von P(hzh)-Transgenen, PCR-Banden erhalten werden, wenn Primer
verwendet werden, die komplementär zu dem Strang sind, der die gleiche Orientierung
wie die H19-mRNA aufweist („sense“) (Abbildung 19a, Spuren 4 und 9). Werden Primer
eingesetzt, die komplementär zu dem Antisense-Strang sind, können ebenfalls
Transkripte nachgewiesen werden (Abbildung 19 a, Spuren 1 und 7). Eine mögliche
Kontamination der RNA-Isolation durch DNA kann ausgeschlossen werden, da in
Spuren, die Ansätze ohne das Enzym reverse Transkriptase zeigen, keine Bande sichtbar
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ist (Abbildung 19a, Spuren 2, 5, 8 und 10). In strangspezifischen reversen
Transkriptionsreaktionen werden somit beide Stränge des H19-Silencers amplifiziert.
      
Abbildung 19: Transkripte in beiden Orientierungen innerhalb des H19-Silencers.
a) Strangspezifische reverse Transkription mit unterschiedlichen sense (s1, s3) und antisense
(as3, as4) Primern. Wt: Wildtyp, RT: reverse Transkriptase. 19b-e): RNA in situ-
Hybridisierungen mit H19 sense und H19 antisense Sonden an Wildtyp-Embryonen (wt)  und
Embryonen der transgenen Linie P(hzh).
Um dieses Ergebnis zu bestätigen, werden RNA in situ-Experimente an Drosophila-
Embryonen durchgeführt. Diese Technik erlaubt den Nachweis eines Transkripts mit
Hilfe der Hybridisierung einer sequenzkomplementären Sonde. Transkripte aus dem
H19-Silencer in antisense-Orientierung können in transgenen Drosophila mit Hilfe der
RNA in situ-Hybridisierung nicht nachgewiesen werden (vergleiche Abbildung 19b und
19c). Sense-Transkripte dagegen, die komplementär zu einer antisense-Sonde sind,
können in einer spezifischen Struktur in Drosophila-Embryonen detektiert werden (Pfeil
in Abbildung 19e, vergleiche Abbildung 19d und 19e). Diese Struktur ist der Vorläufer
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des Malpighi-Gefäßes, das in adulten Fliegen der Exkretion dient. Es ist
unwahrscheinlich, dass das H19-Silencer-Transkript in sense-Orientierung nur in den
Malpighi-Gefäßen auftritt, da es auch in adulten Köpfen nachgewiesen werden kann
(Daten nicht gezeigt). Zudem kann das H19-Silencer-Transkript in antisense-
Orientierung mittels einer reversen Transkriptionsreaktion, nicht aber mit Hilfe der RNA
in situ-Hybridisierung nachgewiesen werden. Die wahrscheinlichste Erklärung für die
unterschiedlichen Ergebnisse, die mit den verschiedenen Techniken erhalten werden, ist,
dass die Transkripte aus der H19-Silencer Region nur in geringer Kopienzahl vorliegen
und daher nicht oder nicht in allen Geweben mit nicht-amplifizierenden Techniken wie
der in situ-Hybridisierung detektierbar sind. Dafür spricht auch, dass in Northern Blots
kein Signal identifiziert werden kann, das auf ein H19-Silencer-Transkript hinweist
(Daten nicht gezeigt). Es bleibt festzuhalten, dass die H19-Silencer-Region in transgenen
Drosophila bidirektional transkribiert wird. Allerdings lassen sich die H19-Transkripte
nur mit Hilfe von Techniken nachweisen, die einen Amplifizierungsschritt beinhalten.
Der Transkriptionsstart der Transkripte ist im Rahmen dieser Arbeit nicht bestimmt
worden. RNAs aus der Region des H19-Silencers können allerdings auch in transgenen
Drosophila nachgewiesen werden, die Transgen-Konstrukte besitzen, welche den H19-
Silencer, nicht aber den H19-Promotor und die stromaufwärts des Silencers gelegenen
Sequenzen der Imprinting-Kontrollregion umfassen (Daten nicht gezeigt).
Die Funktion des Silencers ist evolutionär zwischen der Maus und Drosophila
konserviert (Lyko et al., 1997, Drewell et al., 2000). In diesem Zusammenhang wird
analysiert, ob neben der Funktion des Silencers auch die bidirektionale Transkription
innerhalb dieser Sequenz konserviert ist.
              
Abbildung 20: Transkription innerhalb des endogenen H19-Silencers in der Maus. 20a) Reverse
Transkriptionsreaktionen mit strangspezifischen sense (s1, s3) und antisense (as3, as5) Primern.
RNA wurde aus Mäusen am Tag 13.5 der Embryonalentwicklung isoliert. 20b, c) RT-Reaktionen
mit Hexamer-Primern und RNA-Präparationen aus Maus-Embryonen, die eine Deletion des
Silencer-Elements auf dem paternalen (b) oder maternalen (c) Chromosom besitzen.
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In der Tat können in strangspezifischen reversen Transkriptionsreaktionen Transkripte in
beiden Orientierungen nachgewiesen werden, wenn RNA eingesetzt wird, die aus
Mausembryonen isoliert worden ist (Abbildung 20a). Sequenzen des H19-Silencers
werden somit sowohl in der Maus als auch in Drosophila bidirektional transkribiert.
Da die Transkripte innerhalb einer chromosomalen Domäne auftreten, in der Gene
monoallelisch exprimiert werden, ist es von Interesse, ob die Transkripte der H19-
Silencer-Region selbst eine genomisch geprägte Expression aufweisen. Um diese Frage
zu analysieren, wird RNA aus Mausembryonen gewonnen, in denen die Transmission
der Deletion des Silencer-Elements entweder über die väterliche oder die mütterliche
Keimbahn erfolgt ist (Drewell et al., 2000). Mausembryonen, welche die Silencer-
Deletion paternal geerbt haben, besitzen ausschließlich ein maternales Silencer-Element
(Abbildung 20b), während umgekehrt Mausembryonen, welche die Silencer-Deletion
über die mütterliche Keimbahn erhalten, nur eine paternale Kopie des Silencer-Elements
tragen (Abbildung 20c). Die Kreuzungen der Mäuse und die Präparation der RNA aus
Mausembryonen wurden im Rahmen einer Kollaboration mit der Arbeitsgruppe von
Professor Azim Surani durch Katharine Arney durchgeführt. In reversen
Transkriptionsreaktionen können Transkripte detektiert werden, unabhängig davon, ob
das paternale (Abbildung 20b) oder das maternale (Abbildung 20c) Silencer-Element
deletiert ist. Die H 1 9-Silencer-RNAs werden demnach auf beiden Chromosomen
transkribiert.
Dieses Ergebnis ist in zweifacher Hinsicht überraschend. Erstens ist die H19-Silencer-
Region auf dem paternalen Chromosom methyliert (Thorvaldsen et al., 1998), wobei die
DNA-Methylierung die Transkription der nichtkodierenden RNAs nicht inhibiert. Zum
zweiten zeigen die RNAs biallelische Expression, obwohl sie in einer genomisch
geprägten chromosomalen Domäne transkribiert werden, für die monoallelische
Expression von Genen charakteristisch ist. Allerdings sind in der 5’-regulatorischen
Region von H19  zwei Transkripte beschrieben worden, die ebenfalls biallelische
Expression zeigen (Drewell et al., 2002). HUC1 (H19 upstream conserved 1) und HUC2
sind etwa 400 Nukleotide lange, nichtkodierende RNAs, deren Promotoren sich 10,5
Kilobasen beziehungsweise 8,9 Kilobasen stromaufwärts des H19-Transkriptionsstarts
befinden. Beide RNAs werden in der gleichen Orientierung wie das H19-Gen exprimiert.
Die Funktion von HUC1 und HUC2 ist nicht bekannt (Drewell et al., 2002).
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2.4.3 Komponenten der RNAi-Maschinerie haben keinen Einfluss auf
Gensilencing am H19-Locus in transgenen Drosophila
Die Existenz von RNAs beider Orientierungen innerhalb der Sequenzen des H19-
Silencers legt nahe, dass die komplementären RNAs durch Hybridisierung eine
doppelsträngige RNA erzeugen könnten. Doppelsträngige RNAs stellen ein Substrat für
die RNA-Endonuklease Dicer dar, die kleine interferierende RNAs (siRNAs für small
interfering RNAs) erzeugt (Bernstein et al., 2001). siRNAs sind doppelsträngige RNA-
Moleküle einer Länge von 21 bis 23 Nukleotiden, die an beiden Enden einen 3’-
Überhang von 2 Nukleotiden besitzen. Die Funktionen von siRNAs sind vielfältig: zum
einen vermitteln sie den Abbau einer mRNA mit komplementärer Sequenz. Dieser Effekt
wird als RNA-Interferenz (RNAi für RNA interference) bezeichnet (Fire et al., 1998).
Zum zweiten sind siRNAs an der Etablierung heterochromatischer Strukturen beteiligt.
So werden in heterochromatischen Bereichen in der Nähe des Centromers in
Schizosaccharomyces. pombe beide DNA-Stränge transkribiert, und Mutationen in
Genen der RNAi-Maschinerie führen zum Verlust des Gensilencings von Reportergenen
in dieser Region (Volpe et al., 2002). In Drosophila resultieren Mutationen in RNAi-
Genen in der transkriptionellen Aktivierung von Genen, deren Expression normalerweise
durch ihre chromosomale Position in der Nähe von Heterochromatin reprimiert ist (Pal-
Bhadra et al., 2004). Zudem konnten in Drosophila zahlreiche siRNAs identifiziert
werden, die in heterochromatischen Regionen transkribiert werden (Aravin et al., 2003).
In der Hefe S. pombe kann die Expression einer doppelsträngigen RNA die Etablierung
einer heterochromatischen Struktur an einem chromosomalen Locus vermitteln, dessen
Sequenz dem der Doppelstrang-RNA entspricht (Schramke und Allshire, 2003). Diese
Befunde legen ein hypothetisches Modell nahe, in dem doppelsträngige RNAs
Gensilencing am H19-Locus vermitteln (Abbildung 21).
Abbildung 21: Hypothetisches Modell eines RNAi-vermittelten Gensilencing-Prozesses in der
H19-Silencer-Region. dsRNA: doppelsträngige RNA, siRNA: small interfering RNA.
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Die doppelsträngige RNA wird dabei durch die Aktivität von Dicer in siRNAs
umgewandelt, die dann wiederum in einer Reihe von Schritten, die im Detail noch nicht
verstanden sind, die Bildung einer repressiven heterochromatin-ähnlichen Struktur
vermitteln. Dieses Modell erscheint zudem plausibel, da Mutationen in einigen Su(var)-
Genen, die in Drosophila Heterochromatin-Komponenten kodieren, zu einem partiellen
Verlust des mini-white-Gensilencings durch den H19-Silencer in P(hzh)-Transgenen
führen (Tabelle 2). In Abbildung 21 ist anhand einer Mutation des Gens Su(var)3-9 ein
Beispiel für diesen Effekt gezeigt. Die Existenz von Transkripten beider Orientierungen
in der Region des H19-Silencers und der Einfluss von Su(var)-Mutationen lassen deshalb
ein Zusammenspiel zwischen einem RNAi-verwandten Mechanismus und einer
heterochromatin-ähnlichen Chromatinstruktur an dem transgenen H19-Locus in
Drosophila vermuten. Das in Abbildung 21 skizzierte Modell macht Vorhersagen, die
experimentell getestet werden können. Zum einen besagt es, dass Mutationen in Genen,
die für Komponenten der RNAi-Maschinerie kodieren, zum Verlust des durch den H19-
Silencer vermittelten Gensilencings von mini-white führen sollten. Mutationen in
Komponenten der RNAi-Maschinerie werden mit P(hzh) kombiniert, um ihren Effekt auf
mini-white-Silencing in P(hzh)-Transgenen zu untersuchen (Abbildung 22). Die hier
untersuchten Mutationen beeinflussen Gensilencing-Prozesse, die Heterochromatin und
RNAi verbinden. Piwi gehört zur PAZ-Domäne-Proteinfamilie, die eine Rolle in RNAi-
abhängigen Prozessen spielen. Mutationen in piwi führen zu einer Derepression der
Transkription von Heterochromatin-assoziierten Reportergenen (Pal-Bhadra et al., 2004).
Gleiches gilt für Mutationen von aubergine, homeless, dicer-1 und dicer-2 (Lee et al.,
2004, Pal-Bhadra et al., 2004). Zudem zeigen Embryonen, die defizient für aubergine,
homeless oder r2d2 sind, nach der Injektion von Doppelstrang-RNA keine normale
RNAi-Reaktion (Kennerdell et al., 2002, Liu et al., 2003). Abbildung 22 zeigt, dass die
Mutationen in aubergine, r2d2, dicer-1 und homeless keine veränderte mini-white
Expression in P(hzh)-Transgenen hervorrufen (Abbildung 22d, e, g, und h). Mutationen
in dicer-2 haben eine schwache Zunahme der mini-white Expression in Drosophila-
Linien, die das P(hzh)-Transgen besitzen, zur Folge (Abbildung 22f). Die Mutation piwi1
führt zu einer Derepression des Silencings von mini-white in P(hzh)-Transgenen
(Abbildung 22b), während die Kombination zweier piwi-Allele piwi1/piwi2 einen deutlich
schwächeren Einfluss hat (Abbildung 22c). Somit ist piwi das einzige hier untersuchte
Gen mit einer Funktion in der RNA-Interferenz, dessen Mutation einen Einfluss auf das
durch den H19-Silencer ausgeübte Silencing von mini-white hat. Allerdings hat piwi
Funktionen in verschiedenen Formen von Gensilencing, die sowohl RNAi-abhängig als
auch RNAi-unabhängig sind (Pal-Bhadra et al., 2002). Aus diesem Grund kann anhand
eines genetischen Einflusses der piwi-Mutation nicht zwingend auf einen Zusammenhang
mit einem RNAi-verwandten Mechanismus geschlossen werden. Zusammenfassend
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haben die Komponenten der RNAi-Maschinerie, mit Ausnahme von piwi, keinen
Einfluss auf das Silencing von mini-white in P(hzh)-transgenen Fliegen. Damit ist die
erste Vorhersage des in Abbildung 21 skizzierten Modells nicht erfüllt.
             
Abbildung 22: Der Effekt von Mutationen in Genen von RNAi-Komponenten auf mini-white
Silencing in P(hzh)-Transgenen. Die in 22b-h gezeigten Mutationen sind: piwi1 (b), piwi1/piwi2
(c), aubPΔ-3a/aubQc42 (d), r2d21 (e), dcr-2L811fsX (f), dcr-1Q1147X (g) und hlsE1/hlsE616 (h). In allen
Fällen ist das P(hzh)-Transgen homozygot vorhanden.
2.4.4 Die H19-Silencer-Region erzeugt keine kleinen interferierenden RNAs
Das in Abbildung 21 vorgeschlagene Modell macht eine zweite Vorhersage: wenn
doppelsträngige RNA-Moleküle in der Region des H19-Silencers gebildet werden, so
sollten die durch die Aktivität von Dicer produzierten entsprechenden siRNAs
nachweisbar sein. Um diese Möglichkeit zu untersuchen, wird ein modifiziertes
Protokoll eines Northern Blots angewandt, das speziell zur Detektion von siRNAs
entwickelt worden ist (Hamilton und Baulcombe, 1999). Als Positivkontrolle zur
Durchführung dieses Experiments wird eine transgene Drosophila-Linie etabliert, welche
eine Region innerhalb des H19-Silencers in Abhängigkeit von GAL4 als doppelsträngige
RNA exprimiert (Abbildung 23). Das Transgen umfasst 430 Basenpaare aus der H19-
Silencer-Region, die in einer umgekehrten Wiederholung stromabwärts einer GAL4-
UAS-Bindestelle kloniert werden (pUASTyellowH19silIR, im Folgenden als „H19-
RNAi-Vektor“ bezeichnet). Wird diese H19-RNAi-Vektor-Linie mit einer GAL4-
exprimierenden Linie kombiniert, so kommt es zur Bindung von GAL4 an die UAS-
Bindungsstelle und zur Expression einer RNA aus der H19-Silencer-Region, die infolge
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Abbildung 23: Schematische Darstellung der UAS-GAL4-abhängigen Expression eines
doppelsträngigen RNA-Moleküls aus der H19-Silencer-Region in der transgenen H19-RNAi-
Vektor-Linie. dsRNA: doppelsträngige RNA, siRNA: small interfering RNA.
ihrer Sequenzkomplementarität ein Doppelstrang-RNA-Molekül bildet. Die
Doppelstrang-RNA stellt ein Substrat für die RNA-Endonuklease Dicer dar, welche die
dsRNA in siRNAs überführt (Abbildung 23). Die auf diese Weise generierten kleinen
RNAs sollten mittels Northern Blot-Experimenten nachweisbar sein. Zur Durchführung
des Experiments wird RNA aus Embryonen, adulten Fliegen, Fliegenköpfen und Mäusen
am Tag 13.5 der Embryonalentwicklung isoliert. Die RNA-Präparationen werden dann
durch Ethanol-Fällung für kleine RNA-Spezies angereichert. Nach dem Beladen eines
Polyacrylamidgels mit den RNA-Präparationen und dem anschließenden Gellauf werden
die RNAs auf eine Membran transferiert, so dass sie mittels einer H19-Silencer-
spezifischen radioaktiv markierten Sonde nachgewiesen werden können. Abbildung 24
zeigt einen Northern Blot zur Detektion kleiner siRNAs aus der H19-Silencer-Region. In
RNA-Präparationen aus adulten P(hzh)-Fliegen kann keine siRNA aus der H19-Silencer-
Region detektiert werden (Abbildung 24, Spur 4). Gleiches gilt für RNA-Präparationen
aus Embryonen von P(hzh)-Transgenen und aus Mausembryonen (Abbildung 24, Spuren
6 und 7). Ebenso wenig ist ein Signal sichtbar, wenn RNA aus adulten Fliegenköpfen der
transgenen Linie P(hzh) eingesetzt wird (Abbildung 24, Spur 9). Wird dagegen die H19-
RNAi-Vektor-Linie mit einer Fliegenlinie kombiniert, die GAL4 im Fliegenkopf
exprimiert (GMR GAL4), so kann in einer RNA-Präparation aus Fliegenköpfen eine
RNA detektiert werden, deren Größe durch Vergleich mit dem RNA-Marker (Abbildung
24, Spur 1) auf etwa 21 bis 22 Nukleotide geschätzt werden kann (Abbildung 24, Spur
10, schwarzer Pfeil). Die RNA hat die gleiche Größe wie ein RNA-Oligo einer Länge
von 21 Nukleotiden, das als Kontolle für die Hybridisierung in dem Northern Blot-
Experiment eingesetzt wird (Abbildung 24, Spur 2). Daraus kann gefolgert werden, dass
die H19-RNAi-Vektor-Linie kleine interferierende RNAs einer Größe von etwa 21
Nukleotiden produziert, wie in Abbildung 23 schematisch dargestellt ist. Hingegen
können in RNA-Präparationen aus adulten Fliegen, Embryonen oder Fliegenköpfen der
transgenen H19-Linie P(hzh) keine kleinen RNAs einer Länge von 21 Nukleotiden
detektiert werden. Dagegen können in diesen Entwicklungsstadien RNAs innerhalb des
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H19-Silencers mittels der reversen Transkription nachgewiesen werden (Abbildungen
18, 19, und nicht gezeigte Daten).
        
Abbildung 24: Northern Blot zur Detektion von siRNAs aus der H19-Silencer-Region. Pro Spur
sind drei Mikrogramm einer für kleine RNA-Spezies angereicherten RNA-Präparation geladen.
Der Pfeil zeigt die Position von RNA-Molekülen einer Länge von etwa 21 Nukleotiden an. Der
Stern markiert eine Bande, die unspezifisch mit der H19-Sonde hybridisiert. Wt: Wildtyp, Nt:
Nukleotide.
Die mit dem Sternchen gekennzeichnete Bande resultiert aus einer unspezifischen
Reaktion der H19-Silencer-Sonde, da die Bande auch in Spuren auftritt, in denen RNA
aus Wildtyp-Fliegen aufgetragen ist, die kein H19-Transgen besitzen (Abbildung 24,
Spuren 3, 5 und 8). Es ist nicht auszuschließen, dass siRNAs aus der H19-Silencer
Region in der transgenen P(hzh)-Linie gebildet werden, und dass ihre Konzentration
unterhalb der Nachweisgrenze des in Abbildung 24 gezeigten Northern Blot-Experiments
liegt. Allerdings ist die Methode zur Detektion kleiner RNAs mittels der Northern Blot-
Technik hoch sensitiv: Abbildung 24 zeigt eine zehnminütige Belichtung der Membran,
und die Menge des in Spur 2 aufgetragenen RNA-Oligos liegt bei einem Nanogramm.
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Auch nach einer zwölfstündigen Belichtung der Membran ist in den Spuren 3 bis 9 kein
Signal zu erkennen, das auf eine spezifische kleine RNA aus der Region des H19-
Silencers hindeutet (nicht gezeigt).
Zusammenfassend können weder genetische noch molekularbiologische Experimente die
Hypothese stützen, dass die RNAi-Maschinerie das Silencing von mini-white in P(hzh)-
transgenen Drosophila vermittelt. Damit ist das in Abbildung 21 postulierte Modell
widerlegt. Die Aktivität des H19-Silencers in transgenen Drosophila ist RNAi-
unabhängig.
2.4.5 Die Expression einer doppelsträngigen RNA aus der H19-Silencer-
Region führt zum Verlust des Gensilencings in P(hzh)-Transgenen
Die H19-RNAi-Vektor-Linie exprimiert in GAL4-abhängiger Weise eine Sequenz
innerhalb des H 1 9 -Silencers als doppelsträngige RNA (Abbildung 23). Die
Doppelstrang-RNA wird zu siRNAs einer Größe von etwa 21 Nukleotiden prozessiert
(Abbildung 24, Spur 10). Überraschenderweise kommt es zum Verlust des Silencings
von mini-white, wenn die H19-RNAi-Vektor-Linie mit dem P(hzh)-Transgen und einer
Linie kombiniert wird, die GAL4 im Kopf von Fliegen exprimiert (GMR GAL4)
(Abbildung 25). Der Verlust des Silencings tritt nur auf, wenn die drei transgenen
Drosophila-Linie kombiniert werden, während eine Kombination von P(hzh) mit der
GAL4-exprimierenden Linie (Abbildung 25b) oder mit dem RNAi-Vektor alleine
(Abbildung 25c) keine veränderte Expression von mini-white in P(hzh)-Transgenen zur
Abbildung 25: Verlust des Silencings von mini-white in P(hzh)-Transgenen durch Expression
einer doppelsträngigen RNA aus dem H19-Silencer. RNAi Vektor: H19-RNAi-Vektor.
Folge hat. Abbildung 26 zeigt eine Quantifizierung der Augenpigmente der in Abbildung
25a-d gezeigten Drosophila-Linien. Die Expression von mini-white bleibt im Vergleich
zu P(hzh) unverändert in P(hzh)-Transgenen, die mit einer GAL4-exprimierenden Linie
kombiniert werden (Abbildung 26, vergleiche Balken 1 und Balken 2). Gleiches gilt für
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die mini-white-Expression, wenn P(hzh)-Transgene mit der H19-RNAi-Vektor-Linie
kombiniert werden, so dass die Doppelstrang-RNA in Abwesenheit von GAL4 nicht
exprimiert wird (Abbildung 26, vergleiche Balken 1 und 3). Eine Kombination der drei
Transgene, die zu einer GAL4-induzierten Expression der Doppelstrang-RNA in
Drosophila führt, die das P(hzh)-Transgen besitzen, resultiert in einer fünf- bis sechsfach
gesteigerten Transkription des Reportergens mini-white (Abbildung 26, vergleiche
Balken 1 und Balken 4). Die Expression der Doppelstrang-RNA hat keinen Einfluss auf
         
Abbildung 26: Quantifizierung der Augenpigmente in den Linien P(hzh), P(hzh) in Kombination
mit GMR GAL4, P(hzh) in Kombination mit der H19 RNAi Vektor-Linie, und eine Kombination
aller drei Transgene.
die Transkription von mini-white in Drosophila-Transgenen, die das P(hzh)-Transgen
besitzen, in dem der H19-Silencer deletiert ist (Abbildung 25e und f). Die Expression des
RNAi-Vektors, der gegen den H19-Silencer gerichtet ist, führt demnach zu einem
Verlust des Silencings des Reportergens mini-white, welcher der Derepression von mini-




2.4.6 Reduzierung der Menge an H19-Silencer-RNA durch Expression
des H19-RNAi-Vektors in P(hzh)-Transgenen
Die H19-RNAi-Vektor-Linie exprimiert in GAL4-abhängiger Weise eine Sequenz
innerhalb des H19-Silencers als doppelsträngige RNA (Abbildung 23). Die Expression
der doppelsträngigen RNA aus der H19-Silencer-Region resultiert in einem Verlust der
transkriptionellen Repression des Reportergens mini-white in P(hzh)-Transgenen
(Abbildungen 25 und 26). Wie erfüllt die Doppelstrang-RNA diese Funktion? Eine
Möglichkeit ist, dass die Doppelstrang-RNA in einem siRNA-ähnlichen Mechanismus
den Abbau der RNA aus der H19-Silencer-Region mit komplementärer Sequenz
vermittelt, wie es in Abbildung 27 skizziert ist. In diesem Fall würde die Expression der
doppelsträngigen RNA zur Erzeugung von siRNAs führen. siRNAs werden von einem
als RISC (für RNA-induced silencing complex) bezeichneten Protein-Komplex
gebunden, der dann den Abbau einer RNA mit komplementärer Sequenz, in diesem Fall
einer RNA aus der H19-Silencer-Region, vermittelt.
Abbildung 27: Modell des Abbaus der RNA aus der H19-Silencer-Region (hier als H19-RNA
bezeichnet) durch Expression einer doppelsträngigen RNA mit aus der H19-Silencer-Region.
dsRNA: Doppelstrang-RNA, siRNAs: kleine interferierende RNAs, RISC: RNA-induced
silencing complex.
Das in Abbildung 27 skizzierte Modell macht Vorhersagen, die experimentell zu testen
sind. Zum einen besagt das Modell, dass durch die Expression des RNAi-Vektors in
H19-RNAi-Vektor-Transgenen siRNAs erzeugt werden, deren Sequenz der des H19-
Silencers entspricht. Diese Bedingung ist erfüllt (Abbildung 24). Zum zweiten sollten die
siRNAs den Abbau von RNAs mit komplementärer Sequenz aus der H19-Silencer-
Region vermitteln. Um diese Möglichkeit zu testen, werden semi-quantitative reverse
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Transkriptionsexperimente durchgeführt (Abbildung 28). Dabei wird die Menge an H19-
Silencer-RNA in RNA-Präparationen aus Köpfen folgender Drosophila-Linien
bestimmt:
1. Wildtyp-Drosophila, die kein H19-Transgen besitzen (Abbildung 28a, 28e Spur 1, 28f
Spuren 1 und 2).
2. P(hzh)-Transgen (Abbildung 28b, 28e Spuren 2 und 5, 28f Spuren 3 bis 6).
3. P(hzh)-Transgen in Kombination mit dem H19-RNAi-Vektor-Transgen (Abbildung
28c, 28e Spuren 3 und 6, 28f Spuren 7-10).
4. P(hzh)-Transgen in Kombination mit dem H19-RNAi-Vektor-Transgen und einem
Transgen, das GAL4 unter der Kontrolle des GMR-Enhancers im Kopf exprimiert
(Abbildung 28d, 28e Spuren 4 und 7, 28f Spuren 11 bis 14).
      
Abbildung 28: Die Expression der doppelsträngigen RNA aus der H19-Silencer-Region führt zu
einer reduzierten Menge an H19-Silencer RNA. 28a-d) Augen adulter Fliegenlinien, aus deren
Köpfen RNA-Präparationen für die Durchführung der in Abbildung 28e und f gezeigten
Experimente gewonnen werden. 28e) Reverse Transkription mit Hexamer-Primern und
anschließender PCR mit Primern, die für die H19-Silencer-Region spezifisch sind. 28f) Reverse
Transkription mit Hexamer-Primern und anschließender PCR mit Tubulin-spezifischen Primern.
RNAi-Vektor: H19-RNAi-Vektor, RT: Reverse Transkriptase, PCR: Polymerasenkettenreaktion.
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Die Menge an RNA aus der H19-Silencer-Region nimmt ab, wenn die Doppelstrang-
RNA des H19-RNAi-Transgens in P(hzh)-Transgenen exprimiert wird (Abbildung 28e,
vergleiche die Spuren 2 und 4). Die Existenz des H19-RNAi-Vektor-Transgens in
Abwesenheit von GAL4 hat dagegen keinen Einfluss auf die Menge an H19-Silencer-
RNA (Abbildung 28e, vergleiche die Spuren 2 und 3). Die in Abbildung 28e sichtbaren
Banden können nicht von einer DNA-Verunreinigung in den jeweiligen RNA-
Präparationen stammen, da sie nicht erscheinen, wenn die reversen
Transkriptionsreaktionen ohne das Enzym reverse Transkriptase durchgeführt werden
(Abbildung 28e, Spuren 5 bis 7). Die in der Polymerasenkettenreaktion eingesetzten
Primer sind spezifisch für Sequenzen des H19-Silencers, da sie in Wildtyp-Fliegen keine
Bande produzieren (Abbildung 28e, Spur 1). Es ist möglich, dass die in Abbildung 28e
gezeigten Unterschiede der Menge an RNA aus der H19-Silencer-Region durch eine
unterschiedliche Effizienz der jeweiligen reversen Transkriptionsreaktionen bedingt sind.
Um diese Möglichkeit auszuschließen, werden mit den identischen reversen
Transkriptionsansätzen Polymerasenkettenreaktionen durchgeführt, in denen Tubulin-
spezifische Primer anstelle von H19-Silencer-spezifischen Primern eingesetzt werden
(Abbildung 28f). Dabei zeigt sich, dass die Tubulin-Banden im Unterschied zu denen aus
der Region des H19-Silencers (Abbildung 28e) in den jeweiligen Drosophila-Linien eine
vergleichbare Intensität besitzen (vergleiche in Abbildung 28f bei jeweils gleicher
Anzahl von Zyklen des Elongationsschrittes der Polymerasenkettenreaktion folgende
Spuren miteinander: die Spuren 3, 7 und 11, die Spuren 4, 8 und 12, und die Spuren 5, 9
und 13). Aufgrund dieser Ergebnisse kann gefolgert werden, dass die Expression einer
Doppelstrang-RNA aus der H19-Silencer-Region in spezifischer Weise zu einer
reduzierten Menge der Transkripte aus der H19-Silencer-Region in P(hzh)-Transgenen
führt. Es ist zu vermuten, dass dieser Effekt auf einem RNAi-ähnlichen Mechanismus
beruht, wie er in Abbildung 27 beschrieben ist. Es muss betont werden, dass die reverse
Transkriptionsreaktionen in Abbildung 28 mit RNA-Präparationen aus adulten
Fliegenköpfen durchgeführt worden ist. Die Expression des H19-RNAi-Vektors durch
GMR GAL4 erfolgt nur in den Augenzellen, nicht aber in Zellen des zentralen
Nervensystems, die schätzungsweise 50 Prozent der Masse eines Fliegenkopfes
ausmachen. Die Reduktion der Menge an Transkripten aus der H19-Silencer-Region tritt
somit nur in den Zellen des Auges ein.
Zusammenfassend konnte demonstriert werden, dass der Gensilencing-Mechanismus des
H19-Silencers in transgenen Drosophila unabhängig von dem Prozess der RNAi ist.
RNAi kann indes als molekularbiologische Technik eingesetzt werden, um mit H19-
Silencing zu interferieren. Das Silencing des Reportergens mini-white durch den
reprimierenden Einfluss des H19-Silencers wird durch Expression einer Sequenz aus der
H19-Silencer Region als Doppelstrang-RNA aufgehoben, und der Verlust der
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transkriptionellen Repression des Reportergens korreliert mit einer Reduktion der Menge
an Transkripten aus der H19-Silencer-Region. Diese Befunde deuten auf einen RNA-
abhängigen Silencing-Mechanismus an dem transgenen H19-Locus in Drosophila hin.
2.4.7 Expression eines RNA-Silencing-Suppressor-Proteins in Drosophila
Der H19-Silencer vermittelt in P(hzh) transgenen Drosophila die Repression der
Transkription des Reportergens mini-white. In P(hzh)-Transgenen können zudem
Transkripte nachgewiesen werden, die aus der H19-Silencer-Region stammen. Wird eine
Sequenz des H19-Silencers als Doppelstrang-RNA exprimiert, kommt es zum Verlust
des Silencings von mini-white und zu einer Reduktion der Menge an Transkripten aus der
H19-Silencer-Region. Es kann vermutet werden, dass die Expression der Doppelstrang-
RNA in einem RNAi-ähnlichen Mechanismus zum Abbau der RNA aus der H19-
Silencer-Region und zum Verlust des mini-white Silencings in P(hzh)-Transgenen führt.
Die Expression eines Proteins, das mit dem Prozess der RNA-Interferenz interferiert,
sollte daher den durch die Expression der Doppelstrang-RNA ausgelösten Verlust der
Repression der Transkription von mini-white in P(hzh)-Transgenen supprimieren. Um
diese Vermutung zu bestätigen, wird in Drosophila ein Protein eines Pflanzenvirus
exprimiert, das in Pflanzen einem RNAi-ähnlichen Mechanismus entgegenwirkt. RNAi-
Silencing erfüllt in Pflanzen eine antivirale Funktion, da viele Pflanzen-RNA-Viren im
Verlauf ihrer Replikation ein Doppelstrang-RNA-Stadium durchlaufen, das einen RNAi-
ähnlichen Mechanismus auslöst (Baulcombe, 2004). Einige Pflanzen-Viren kodieren
Proteine, welche diesen RNAi-Abwehrmechanismus ihres Wirts hemmen. In dem
Carnation Italian ringspot virus (CIRV) aus der Familie der Tombusviren übernimmt das
Protein p19 diese Rolle (Silhavy et al., 2002). Die Struktur von p19 gibt Aufschluss über
die molekulare Wirkungsweise des Proteins: p19 bindet spezifisch an siRNAs, das
natürliche Substrat des RISC-Komplexes. Ein p19-Homodimer bindet ein siRNA-
Molekül, wobei eine alpha-helikale Struktur in jedem der p19-Monomere mit dem 5’-
Phosphat des siRNA-Stranges interagiert und so die Länge des siRNA-Moleküls
„messen“ kann (Vargason et al., 2003). Innerhalb dieser alpha-Helix sind in
verschiedenen Tombusviren zwei Tryptophan-Aminosäurereste stark konserviert (in
CIRV Tryptophan 39 und Tryptophan 42). Die Grundlage der Unterdrückung der RNAi-
Antwort in Pflanzen durch p19 stellt damit die Kompetition von p19 mit dem RISC-
Komplex um die Bindung kleiner interferierender RNAs dar. Es konnte außerdem
demonstriert werden, dass p19 in einem Drosophila i n  vitro  Assay den durch
Doppelstrang-RNA induzierten Abbau einer RNA mit komplementärer Sequenz hemmen
kann (Lakatos et al., 2004).
2 ERGEBNISSE
66
Um die Funktion von p19 in vivo zu testen, wird das Protein in transgenen Drosophila
exprimiert. Dabei wird das offene Leseraster von p19 stromabwärts einer UAS-
Bindungsstelle kloniert, so dass es nur in Anwesenheit von GAL4 zur Expression von
p19 kommt. Es werden zwei verschiedene transgenen Linien erzeugt: die erste Linie
besitzt ein Transgen mit der Wildtyp-Sequenz von p19. In dem Transgen der zweiten
Linie sind die beiden oben erwähnten Tryptophanreste in den Positionen 39 und 42 durch
Argininreste ersetzt (das von dieser Linie exprimierte p19-Protein wird im Folgenden als
mutierte Form von p19 bezeichnet). Diese mutierte Form von p19 verursacht bei einer
Infektion von Nicotiana benthamiana mit CIRV im Vergleich zur Wildtyp-Form von p19
abgeschwächte Symptome, was die Bedeutung der Tryptophanreste in vivo für die
Funktion der Unterdrückung des RNAi-Silencings durch p19 unterstreicht (Vargason et
al., 2003). Abbildung 29a zeigt, dass p19 in transgenen Drosophila exprimiert wird,
wenn ein p19-Transgen mit einer GAL4-exprimierenden Linie kombiniert wird. Dabei
zeigt der Nachweis des Proteins mittels Western-Blot-Analyse, dass das Expressionslevel
der Wildtyp-p19-Form mit dem der mutierten Form von p19 vergleichbar ist (Abbildung
29a, vergleiche die Spuren 2 und 4). In Pflanzen unterdrückt die Expression von p19
einen durch ein Transgen induzierten RNAi-Effekt (Silhavy et al., 2002). Um zu
untersuchen, ob p19 in vivo in Drosophila eine vergleichbare Funktion besitzt, wird das
Protein im Fliegenauge mit einem RNAi-induzierenden Vektor koexprimiert. Der hier
verwendete RNAi-Vektor ist gegen kuzbanian gerichtet (erhalten von Gunter Merdes).
Kuzbanian ist eine Protease, die an der Notch-Signaltransduktion beteiligt ist (Artavanis-
Tsakonas et al., 1999). Das gegen kuzbanian gerichtete RNAi-Transgen erzeugt in Auge
einen fast vollständigen Verlust der Ommatidien-Struktur und einen vom Wildtyp stark
abweichenden Phänotyp (Abbildung 29b). Wird dagegen p19 mit dem kuzbanian-RNAi-
Vektor im Auge koexprimiert, so kommt es zur partiellen Suppression des Phänotyps
(Abbildung 29c). Die Expression der mutierten Form von p19 schwächt den durch das
kuzbanian-RNAi-Transgen verursachten Phänotyp leicht ab, ohne den gleichen Grad an
Suppression wie die Wildtyp-Form von p19 zu erreichen (Abbildung 29d). Um
auszuschließen, dass die Expression von p19 direkt mit der Kuzbanian-
Signaltransduktion interferiert, wird p19 zudem im Fliegenauge koexprimiert mit einer
dominant-negativen Variante von Kuzbanian (Pan und Rubin, 1997). Die Expression der
dominant-negativ-wirkenden Form von Kuzbanian verursacht im Auge ebenfalls einen
deutlich vom Wildtyp abweichenden Phänotyp (Abbildung 29e). Die Koexpression der
Wildtyp-Form von p19, sowie die Koexpression der mutierten Form von p19, verändert
den durch die Expression der dominant-negativen Form von Kuzbanian induzierten
Phänotyp allerdings nicht (Abbildung 29f und g). Zudem hat die Expression beider
Formen von p19 alleine keinen Einfluss auf die Struktur des Fliegenauges (Abbildung
29i und j, vergleiche mit 29h). Daraus kann geschlossen werden, dass p19 in Drosophila
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Abbildung 29: Expression von p19 in transgenen Drosophila. 29a) Western-Blot-Analyse von
Proteinextrakten aus Fliegenköpfen, die das jeweilige p19-Transgen alleine (Spuren 1 und 3)
oder in Kombination mit einem GMR-GAL4 exprimierenden Transgen besitzen (Spuren 2 und
4). Oben Nachweis des Proteins mit anti-p19-Antikörper, unten mit anti-Tubulin-Antikörper. b-
d): Koexpression von p19 mit einem gegen kuzbanian gerichteten RNAi-Konstrukt durch GMR-
GAL4 (kuzRNAi). e-g): Koexpression von p19 mit einer dominant-negativen Variante von
Kuzbanian durch GMR-GAL4. h-j) Expression von p19 durch GMR-GAL4. wt: Wildtyp, mut:
mutierte Form, kDa: Kilodalton.
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 in vivo spezifisch einen durch ein RNAi-Transgen verursachten Phänotyp unterdrücken
kann. Die Suppression ist signifikant, aber nicht vollständig, wie ein Vergleich mit einem
Drosophila-Auge in Wildtyp-Fliegen zeigt (Abbildung 29, vergleiche 29c mit h).
Aufgrund des molekularen Mechanismus der Suppression von RNAi-Silencing durch
p19 ist eine vollständige Unterdrückung eines durch RNAi induzierten Phänotyps
allerdings nicht zu erwarten. Die beobachtete Suppression des kuzbanian-RNAi-
Phänotyps ist weniger effektiv, wenn anstelle der Wildtyp-Form von p19 die mutierte
Variante von p19 im Fliegenauge koexprimiert wird (Abbildung 29, vergleiche 29c und
d). Bemerkenswerterweise zeigt die mutierte Form damit sowohl in Drosophila als auch
in Pflanzen eine im Vergleich zur Wildtyp-Form verminderte Fähigkeit, RNAi-Silencing
zu hemmen. Zusammenfassend legen die in Abbildung 29 gezeigten Daten nahe, dass
das p19-Protein in Drosophila funktionell ist, und dass die Expression von p19 in
Drosophila in vivo mit RNAi-Silencing-Prozessen interferiert.
In diesem Zusammenhang ist es von Interesse, ob der Verlust des mini-white
Gensilencings durch den H19-Silencer, der beobachtet wird, wenn P(hzh)-Transgene mit
H19-RNAi-Vektor-Fliegen kombiniert werden, durch die Expression von p19
supprimiert werden kann.
Abbildung 30: Koexpression von p19 mit dem H19-RNAi-Transgen in P(hzh)-Transgenen. 30a)
Western Blot-Analyse der Expression von p19 in den in diesem Versuch verwendeten p19-
Linien. Oben: Nachweis von p19, unten Nachweis von Tubulin. b-e): Fliegenaugen von: P(hzh)-
Transgen (b), P(hzh)-Transgen, in dem die Expression des H19-RNAi-Vektors durch GMR
GAL4 induziert wird (c), P(hzh)-Transgen, in dem die Expression des H19-RNAi-Vektors und
der Wildtyp-Form von p19 durch GMR GAL4 induziert wird (d), und P(hzh)-Transgen, in dem
die Expression des H19-RNAi-Vektors und der mutierten Form von p19 durch GMR GAL4
induziert wird (e).
Abbildung 30 zeigt, dass die Koexpression der Wildtyp-Form von p19 mit dem H19-
RNAi-Vektor in P(hzh)-Transgenen zu einer verminderten Expression von mini-white im
Vergleich zu P(hzh)-Transgenen führt, die das H19-RNAi-Vektor-Transgen alleine
exprimieren (Abbildung 30, vergleiche 30c und d). Die Expression von mini-white in
P(hzh)-Transgenen, in denen die mutierte Form von p19 mit dem H19-RNAi-Vektor
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koexprimiert wird, ist im Vergleich zu P(hzh)-Transgenen, in denen das H19-RNAi-
Transgen alleine exprimiert wird, reduziert, wenn auch die Reduktion der mini-white
Expression weniger deutlich ist bei der Koexpression der Wildtyp-Form von p19
(Abbildung 30c, d und e). Der Nachweis der mutierten Form und der Wildtyp-Form von
p19 mittels Western Blot-Analyse demonstriert, dass hinsichtlich des Expressionslevels
der Proteine keine signifikanten Unterschiede bestehen (Abbildung 30a). Die Expression
von p19 schwächt demnach den Effekt des H19-RNAi-Vektor-Transgens ab, wobei die
Wildtyp-Form von p19 in dieser Hinsicht effizienter als die mutierte Form von p19 ist.
Es muss betont werden, dass die Expression von mini-white der Genotypen in Abbildung
30 variiert, und dass repräsentative Phänotypen gezeigt sind. In der in Abbildung 30d
präsentierten transgenen p19-Linie ist die Suppression des H19-RNAi-Phänotyps
vollständig (es treten keine Fliegen mit roten Augen auf). Eine andere getestete transgene
Linie, welche ebenfalls die Wildtyp-Form von p19 exprimiert, zeigt dagegen eine
unvollständige Suppression des H19-RNAi-Vektor-Phänotyps (15% der Fliegen besitzen
rote Augen). Die Gründe für die unterschiedliche Fähigkeit der beiden Linien, den H19-
RNAi-induzierten Phänotyp zu unterdrücken, sind unklar, da das Expressionslevel von
p19 in beiden transgenen Linien vergleichbar ist, und beide transgenen Linien den
kuzbanian-RNAi-Vektor induzierten Phänotyp (Abbildung 29) unterdrücken. Zwei
untersuchte transgene Linien, welche die mutierte Form von p19 exprimieren, zeigen
ebenfalls eine unvollständige Suppression des H19-RNAi-Vektor-induzierten Phänotyps
(33% bzw. 38% der Fliegen haben rote Augen). Trotz dieser Einschränkung kann
gefolgert werden, dass die Expression von p19 eine Suppression des H19-RNAi-Vektor




3.1 Imprinting-Kontrollregionen und zelluläre Gedächtnis-
module sind funktionell nicht verwandt
Zelluläre Gedächtnismodule sind in Drosophila charakterisiert worden als regulatorische
DNA-Elemente, welche die stabile Vererbung sowohl des aktiven als auch des
reprimierten Expressionszustands eines Gens garantieren können (Cavalli und Paro,
1998). Dabei interagieren zwei Klassen von Proteinkomponenten mit zellulären
Gedächtnismodulen, um den jeweiligen Expressionszustand eines durch ein
Gedächtnismodul kontrollierten Gens epigenetisch zu vererben: der aktive Zustand der
Genexpression wird von der Gruppe der Trithorax-Proteine vermittelt, der inaktive
dagegen durch die Gruppe der Polycomb-Proteine (Cavalli und Paro, 1999). Es ist
postuliert worden, dass Imprinting-Kontrollregionen und zelluläre Gedächtnismodule in
Drosophila funktionelle Gemeinsamkeiten aufweisen (Lyko und Paro, 1999). Diese
Annahme beruht auf drei Beobachtungen: Erstens sind beide Klassen von
regulatorischen DNA-Elementen, Imprinting-Kontrollregionen in Säugetieren sowie
zelluläre Gedächtnismodule in Drosophila, in der Lage, sowohl einen aktiven als auch
einen inaktiven Zustand der Transkription eines Gens zu vermitteln (Cavalli und Paro,
1998, Schoenherr et al., 2003). Zweitens regulieren Proteine der Polycomb-Gruppe die
genomisch geprägte Expression einiger Gene. In Maus-Embryonen führt eine Mutation
des Polycomb-Gruppen-Gens eed (embryonic ectoderm development) zum Verlust der
monoallelischen Expression der Gene Cdnk1c, Ascl2, Grb10 und Meg3 (Mager et al.,
2003). In dem genomisch geprägten Kcnq1-Cluster assoziieren die Polycomb-Proteine
Eed, Ezh2 und Su(z)12 mit den paternalen, reprimierten Allelen der Gene Cdnk1, Ascl2
und Cd81, wo sie vermutlich die Etablierung einer repressiven Chromatinstruktur steuern
(Umlauf et al., 2004). Drittens sind auffallend viele Imprinting-Kontrollregionen mit
nichtkodierenden RNAs assoziiert (Reik und Walter, 2001a). Regulatorische RNAs sind
auch in zellulären Gedächtnismodulen detektiert worden (Rank et al., 2002, Schmitt et
al., 2005), so dass angenommen werden kann, dass RNAs an der Regulation der
Genexpression durch Imprinting-Kontrollregionen und zelluläre Gedächtnismodule
beteiligt sind.
Im Rahmen dieser Arbeit konnten allerdings keine Hinweise gewonnen werden, die eine
funktionelle Verwandtschaft von Imprinting-Kontrollregionen und zellulären
Gedächtnismodulen belegen. In einem in vivo Assay zur Analyse zellulärer
Gedächtnismodule in Drosophila weist keine der analysierten regulatorischen
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Sequenzen, die eine Rolle in der Regulation der monoallelischen Expression von Igf2,
H19 oder SNRPN spielen, die für zelluläre Gedächtnismodule charakteristische Fähigkeit
auf, einen früh in der Entwicklung induzierten aktiven Transkriptionszustand eines
Reportergens über viele Zellteilungen hinweg stabil zu vererben. Zudem haben
Mutationen in Polycomb-Gruppen-Genen keinen Einfluss auf die transkriptionelle
Repression eines Reportergens, dessen Expression durch den H19-Silencer kontrolliert
wird. Es muss betont werden, dass eine Mutation in eed in Mausembryonen keinen
Einfluss auf die genomisch geprägte Expression von SNRPN hat (Mager et al., 2003).
Die Expression von Igf2 und H19 ist in Mäusen mit einer eed-Mutation nicht analysiert
worden (Mager et al., 2003). Schließlich scheint die Funktion von nichtkodierenden
RNAs in der Genregulation durch Imprinting-Kontrollregionen fundamental verschieden
zu sein von der Rolle regulatorischer RNAs in zellulären Gedächtnismodulen. RNAs
steuern bei Genen, die unter der Kontrolle von zellulären Gedächtnismodulen stehen, das
Umschalten von einem reprimierten in einen aktivierten Zustand der Transkription
(Schmitt et al., 2005). Dagegen sind in Imprinting-Kontrollregionen regulatorische
RNAs mit den transkriptionell reprimierten Allelen genomisch geprägter Gene assoziiert,
wie für die Air-RNA innerhalb des Igf2r-Clusters und die Kcnq1ot1-RNA innerhalb des
Kcnq1-Clusters demonstriert worden ist (Sleutels et al., 2002, Lewis et al., 2004a).
Daten, die in dieser Arbeit präsentiert werden, legen zudem nahe, dass RNA-vermitteltes
Gensilencing eine Rolle in der Genregulation des Igf2/H19-Clusters spielt (siehe unten).
Zusammenfassend kann gefolgert werden, dass Imprinting-Kontrollregionen und
zellulären Gedächtnismodulen zwar eine auf den ersten Blick ähnliche Rolle bei der
Vermittlung von aktiven und reprimierten Zuständen der Genexpression zukommt. Die
molekularen Mechanismen, durch die beiden Klassen regulatorischer Sequenzen ihre
jeweilige Funktion erfüllen, scheinen sich aber grundlegend zu unterscheiden.
3.2 Drosophila Su(Hw) reguliert ein Silencerelement aus der
H19-Imprinting-Kontrollregion der Maus
Die Funktion von cis-wirkenden DNA-Sequenzen, die an der Organisation von
Chromatin beteiligt sind, ist in der Evolution häufig konserviert. Ein Silencer-Element
aus der Imprinting-Kontrollregion des genomisch geprägten Gens H19 in der Maus
vermittelt in Drosophila die transkriptionelle Repression von Reportergenen (Lyko et al.,
1997), und das Element ist in der Maus essentiell für das Silencing des paternalen H19-
Allels (Drewell et al., 2000). Ein Insulator aus dem beta-globin-Locus des Huhns
fungiert sowohl in menschlichen Zellen als auch in Drosophila (Chung et al., 1993). Die
Tatsache, dass regulatorische Elemente mit einer Rolle in der Chromatinstruktur ihre
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Funktion in so verschiedenen Organismen erfüllen, legt nahe, dass die ihnen zugrunde
liegenden Mechanismen evolutionär konserviert sind. Daher ist zu vermuten, dass
Funktionsweisen dieser Elemente, die in Drosophila aufgeklärt werden, für höhere
Eukaryonten relevant sind. Zudem erscheint es plausibel, dass cis-wirkende Sequenzen
in verschiedenen Organismen mit konservierten trans-wirkenden Faktoren interagieren.
Aus diesen Gründen sind im Rahmen dieser Arbeit zwei genetische Ansätze verfolgt
worden, um trans-wirkende Faktoren zu identifizieren, die in Drosophila am Prozess des
Gensilencings durch ein Silencer-Element aus dem genomisch geprägten H19-Locus der
Maus beteiligt sind. Unter allen hier analysierten Mutationen hat su(Hw) den deutlichsten
Einfluss auf die Expression eines Reportergens, das unter der Kontrolle des H19-
Silencers steht. Es konnte gezeigt werden, dass eine su(Hw) -Mutation die
transkriptionelle Repression eines Reportergens durch den H19-Silencer aufhebt. Zudem
ist eine Region innerhalb des Silencer-Elements detektiert worden, mit der Su(Hw)
interagiert. Im Folgenden wird die Rolle von Su(Hw) in der Organisation von Chromatin
diskutiert.
3.2.1 Die Rolle von Su(Hw) als Insulator-Protein in Drosophila
Su(Hw) ist ein ubiquitäres, in allen Entwicklungsstadien von Drosophila exprimiertes
Zinkfinger-Protein (Parkhurst et al., 1988). Neben der Zinkfinger-Domäne, welche der
DNA-Bindung dient, besitzt Su(Hw) zwei an sauren Aminosäureresten reiche Regionen
an seinen amino- und carboxyterminalen Enden und ein Leucin-Zipper-Motiv, das die
Interaktion mit dem Protein Mod(mdg4) vermittelt (Ghosh et al., 2001). Das Protein ist
im Zellkern lokalisiert, und Immunofluoreszenz-Daten zeigen, dass es an
Polytänchromosomen von Drosophila-Speicheldrüsen an etwa 200 Loci bindet
(Gerasimova und Corces, 1998). Die meisten Su(Hw)-Bindestellen im Genom sind nicht
bekannt, und nur wenige der Su(Hw)-Bindestellen sind molekular charakterisiert worden
(Golovnin et al., 2003, Parnell et al., 2003, siehe unten). Das Retrotransposon gypsy
besitzt in seiner transkribierten, nicht-translatierten Region Su(Hw)-Bindestellen, die mit
Abstand das am gründlichsten analysierte Beispiel einer Su(Hw)-Bindungssequenz
darstellen. Die gypsy-Su(Hw)-Bindungsstelle erfüllt die beiden Kriterien eines
Chromatin-Insulators: zum einen fungiert sie als eine Art Barriere, die ein Transgen vor
Einflüssen von benachbarten Chromatinstrukturen schützen kann (Roseman et al., 1993).
Zweitens wirkt die Su(Hw)-interagierende Region aus gypsy als „Enhancer-Blocker“, das
heisst sie verhindert die Kommunikation eines Enhancers mit einem Promotor, wenn sie
zwischen diesen beiden regulatorischen Sequenzen lokalisiert ist (Holdridge und Dorsett,
1991, Geyer und Corces, 1992). Zum heutigen Zeitpunkt repräsentiert der gypsy-
Insulator, der aus der 350 Basenpaar langen Su(Hw)-interagierenden Region von gypsy
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und den Protein-Komponenten Su(Hw) und seinem Kofaktor Mod(mdg4) gebildet wird,
einen der am intensivsten charakterisierten Chromatin-Insulatoren.
3.2.2 Die Interaktion von Su(Hw) mit H19-Silencer-Sequenzen in
transgenen Drosophila
Experimente, die in dieser Arbeit beschrieben werden, zeigen, dass su(Hw) ein
genetischer Suppressor der durch den H19-Silencer vermittelten transkriptionellen
Repression des Reportergens mini-white ist. Die Mutation su(Hw)v ist eine Deletion des
gesamten su(Hw)-Gens, während su(Hw)f eine Punktmutation innerhalb des zehnten
Zinkfingers von Su(Hw) aufweist (Harrison et al., 1993). In Fliegen des Genotyps
su(Hw)v/f, der transheterozygoten Kombination beider Allele, ist die DNA-
Bindungsfähigkeit von Su(Hw) an Polytänchromosomen dramatisch beeinträchtigt
(Harrison et al., 1993, Lankenau et al., 2000), und der Effekt von gypsy-Insertionen wird
durch diese Mutation unterdrückt (Kim et al., 1996). Die weitgehende Abwesenheit von
funktionellem Su(Hw)-Protein in Fliegen des Genotyps su(Hw)v/f führt zum Verlust des
Gensilencings von mini-white in P(hzh) transgenen Drosophila. Zudem bindet Su(Hw)
das H19-Transgen P(hzh) in vivo. Die Interaktion eines Drosophila-Proteins aus
embryonalen Kernextrakten mit Sequenzen des H19-Silencers in vitro kann durch
Inkubation des Kernextrakts mit einem gegen Su(Hw) gerichteten polyklonalen
Antikörper gehemmt werden, so dass es in EMSA-Experimenten zu einem Verlust des
Bandshifts kommt. Dieses Resultat erscheint auf den ersten Blick überraschend, da die
Zugabe eines Antikörpers in EMSA-Experimenten in den meisten Fällen in einem
„Supershift“ resultiert, der durch ein verändertes Laufverhalten des Antikörper-Protein-
DNA-Komplexes gegenüber dem Protein-DNA-Komplex hervorgerufen wird. Allerdings
ist der Verlust eines Shifts durch die Zugabe eines Antikörpers in EMSA-Experimenten
kein ungewöhnliches Ereignis: so blockiert beispielsweise ein polyklonaler Antikörper,
der gegen das Zinkfinger-Protein CTCF gerichtet ist, die Bindung von CTCF an
Sequenzen innerhalb der H19-Imprinting-Kontrollregion (Hark et al., 2000), und an eine
regulatorische Sequenz des X-Chromosoms, die bei der Dosiskompensation in
weiblichen Säugetieren essentiell sind (Chao et al., 2002). Vermutlich interagiert in
diesen Fällen der polyklonale Antikörper mit Aminosäureresten des Proteins, welche für
die DNA-Bindung essentiell sind, und blockiert so direkt die Protein-DNA-Interaktion.
Eine alternative Erklärung könnte sein, dass durch die Bindung des Antikörpers eine
Konformationsänderung des Proteins eintritt, welche die Interaktion mit der DNA
verhindert.
Su(Hw)-Protein, das in einem heterologen Hefe-Expressionssystem produziert wird,
bindet die H19 -Silencer Region in vitro nicht. Eine Sequenz aus dem gypsy-
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Retrotransposon wird dagegen effizient gebunden, wenn in der Hefe exprimiertes
Su(Hw)-Protein in EMSA-Experimenten eingesetzt wird (Kim et al., 1993).
Experimente, die mit Drosophila Su(Hw)-Protein in der Hefe S. cerevisiae durchgeführt
worden sind, haben allerdings gezeigt, dass sich die Effekte von Su(Hw) auf die
Genexpression in Drosophila und in der Hefe sowohl in quantitativer als auch in
qualitativer Hinsicht deutlich unterscheiden. Daraus ist gefolgert worden, dass Su(Hw)
zur Ausübung seiner Funktion die Interaktion mit Faktoren benötigt, die in der Hefe
nicht existieren (Kim et al., 1993). Es ist daher wahrscheinlich, dass Su(Hw) mit
Proteinen aus Drosophila interagiert, um an Sequenzen aus der H19-Silencer-Region zu
binden. Ein Kandidat für einen solchen Interaktionspartner ist das Produkt des modifier
of mdg4 (mod(mdg4))-Gens. Mod(mdg4) interagiert mit Su(Hw) (Gerasimova et al.,
1995), und eine Nullmutation in mod(mdg4) (mod(mdg4)u, Gerasimova et al., 1995)
vermindert den repressorischen Effekt des H19-Silencers auf das unter seiner Kontrolle
stehende Reportergen mini-white. Das centrosomale Protein CP190 ist als weiterer
Interaktionspartner von Su(Hw) beschrieben worden (Pai et al., 2004). Ob Mutationen in
CP190 das Silencing von mini-white in P(hzh)-Transgenen beeinflussen, ist im Rahmen
dieser Arbeit nicht analysiert worden. Es ist auch vorstellbar, dass Su(Hw)
posttranslationale Modifikationen benötigt, um mit dem H19-Silencer zu interagieren,
die in dem heterologen Hefe-Expressionssystem nicht reproduziert werden können.
Immunofluoreszenz-Experimente zeigen, dass Su(Hw) an Polytänchromosomen von
Drosophila-Speicheldrüsen etwa 200 Bindungsstellen besitzt (Gerasimova und Corces,
1998). Die grosse Mehrheit dieser Su(Hw)-Bindestellen ist nicht bekannt. Die Su(Hw)-
interagierenden Sequenzen innerhalb des gypsy-Retrotransposons sind hingegen
charakterisiert worden, und ihre minimale Konsensus-Sequenz ist 5’-TGCATA-3’
(Spana et al., 1988). Zwei endogene Su(Hw)-Bindestellen trennen das yellow-Gen von
dem Achaete-Scute-Komplex (Golovnin et al., 2003, Parnell et al., 2003). Eine dieser
beiden Su(Hw)-Bindestellen zeigt eine perfekte Übereinstimmung mit der Su(Hw)-
Konsensus-Bindungsstelle aus gypsy (5’-TGCATA-3’), während die zweite eine
Abweichung an einer Position besitzt (5’-TGCCTA-3’) (Golovnin et al., 2003) Die
minimale Su(Hw)-interagierende Sequenz innerhalb des H19-Silencers, die anhand von
EMSA-Experimenten mit Drosophila-Kernextrakt im Rahmen dieser Arbeit bestimmt
werden konnte, besitzt eine Länge von 72 Basenpaaren (Basenpaare -2257 bis -2185
relativ zum Transkriptionsstart des H19-Gens). Es konnte in dieser Arbeit demonstriert
werden, dass die Deletion dieser Sequenz in vivo zum Verlust der transkriptionellen
Repression von mini-white durch den H19-Silencer führt. Eine Sequenz, die eine exakte
Übereinstimmung mit der Su(Hw)-Bindungsstelle in gypsy aufweist, existiert innerhalb
der 72 Basenpaare der Su(Hw)-interagierenden Region des H19-Silencers nicht.
Allerdings weicht eine Sequenz innerhalb der Su(Hw)-interagierenden Region des H19-
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Silencers an nur einer Stelle von der gypsy-Konsensus-Su(Hw)-Bindungssequenz ab (5’-
TGCAGA-3’, Basenpaare -2203 bis -2198 relativ zum Transkriptionsstart des H19-
Gens). Eine endogene Su(Hw)-Bindungsstelle weist ebenfalls eine Abweichung von der
gypsy-Konsensus-Su(Hw)-Bindungsstelle an einer Position auf (Golovnin et al., 2003),
wobei in beiden Fällen eine Purin- eine Pyrimidin-Base ersetzt, wenn auch an
unterschiedlichen Positionen (Position 4 in der endogenen Su(Hw)-interagierenden
Sequenz und Position 5 in der potentiellen Su(Hw)-interagierenden Sequenz innerhalb
des H19-Silencers). Es ist aus diesem Grund möglich, dass Su(Hw) mit der Sequenz 5’-
TGCAGA-3’ innerhalb des Silencers interagiert.
3.2.3 Su(Hw) und CTCF: ähnliche Mechanismen der Genexpression durch
zwei Insulator-Proteine?
Durch Datenbank-Analysen konnte kein eindeutiges Su(Hw)-Homolog in Säugetieren
identifiziert werden. Es ist allerdings auffallend, dass die H19-Imprinting-Kontrollregion
in Organismen, die aus evolutionärer Sicht sehr weit voneinander entfernt sind, mit
Chromatin-Insulator Proteinen interagiert: CTCF in Säugetieren (Hark et al., 2000, Bell
und Felsenfeld, 2000) und Su(Hw) in Drosophila (diese Arbeit). Der genaue
Wirkungsmechanismus von Chromatin-Insulatoren ist nicht bekannt. Ein Modell geht
davon aus, dass Chromatin-Insulatoren Chromosomen in funktionell unabhängige
Domänen gliedern, vermutlich durch die Bildung von so genannten Chromatin-Schleifen
(englisch: chromatin loops) (West et al., 2002). Bemerkenswerterweise ist vorgeschlagen
worden, dass sowohl CTCF als auch Su(Hw) an der strukturellen Organisation von
Chromosomen durch Schlaufenbildung beteiligt sind (Gerasimova et al., 2000, Yusufzai
et al., 2004). Obwohl Su(Hw) an Polytänchromosomen von Drosophila-Larven etwa 200
Bindungsstellen besitzt (Gerasimova und Corces, 1998), zeigen Immunfluoreszenz-
Experimente, dass Su(Hw) und sein Kofaktor Mod(mdg4) in Kernen von diploiden
Zellen in etwa 20 bis 25 Clustern in der Nähe der Kernmembran konzentriert sind, die als
Insulator-Körperchen bezeichnet werden (englisch: insulator bodies) (Gerasimova et al.,
2000). Die Insertion von gypsy-Insulatoren an zwei chromosomalen Loci, die
normalerweise an verschiedenen Positionen innerhalb des Zellkerns lokalisiert sind, führt
dazu, dass die Loci kolokalisieren, und ihre Kolokalisierung ist abhängig von Su(Hw)
(Gerasimova et al., 2000). Die Interaktion von Su(Hw)-Bindungsstellen im Genom
könnte als Mechanismus dienen, funktionell unabhängige Chromatinschleifen
auszubilden, die an ihrer Basis durch Su(Hw)-Mod(mdg4)-Komplexe zusammengehalten
werden (Gerasimova et al., 2000). Eine ähnliche Rolle bei der Etablierung
chromosomaler Schleifen ist für die scs- und scs’-Elemente postuliert worden, die als
Chromatin-Insulatoren den Hsp70-Lokus in Drosophila flankieren (Blanton et al., 2003).
3 DISKUSSION
76
CTCF interagiert mit dem nukleolären Protein Nucleophosmin, und es ist vorgeschlagen
worden, dass CTCF/Nucleophosmin-Komplexe an der Ausbildung von
Chromatinschleifen beteiligt sind (Yusufzai et al., 2004). Interessanterweise kontrolliert
ein Chromatin-Schleifen-Mechanismus möglicherweise auch die genomisch geprägte
Expression von Igf2 (Murell et al., 2004). Demnach interagiert die H19-Imprinting-
Kontrollregion auf den beiden parentalen Chromosomen mit unterschiedlichen
regulatorischen Sequenzen aus der Igf2-Region, was zu einer elternabhängigen
Chromatin-Schleifenbildung auf den beiden Chromosomen führt (Abbildung 31). So
assoziiert die H19-Imprinting-Kontrollregion auf dem maternalen Chromosom mit einer
differentiell methylierten Region (DMR1) stromaufwärts von Igf2. Auf dem paternalen
Chromosom dagegen kommt es zur Interaktion der H19-Imprinting-Kontrollregion mit
einer zweiten differentiell methylierten Region (DMR2), die sich innerhalb des sechsten
Exons von Igf2 befindet (Murell et al., 2004).
    
Abbildung 31: Das Chromatin-Schleifenmodell der Genregulation des Igf2/H19-Locus. Die
parental-spezifische Interaktion der H19-Imprinting-Kontrollregion (ICR) mit differentiell
methylierten Regionen der Igf2-Domäne (DMR1 auf dem maternalen Chromosom; DMR2 auf
dem paternalen Chromosom) resultiert in der Ausbildung unterschiedlicher Chromatin-Schleifen
auf den beiden parentalen Chromosomen (leicht verändert nach Murrell et al., 2004). Die
Identität der mit A, B und C symbolisierten Proteine ist nicht bekannt.
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Murrell und Kollegen haben vorgeschlagen, dass der postulierte Chromatin-Schleifen-
Mechanismus die genomisch geprägte Expression von Igf2 erklären kann (Murell et al.,
2004). Die Chromatinschleifen trennen demnach funktionell unabhängige
Chromatindomänen voneinander. Auf dem maternalen Chromosom ist Igf2 innerhalb
einer inaktiven Chromatindomäne lokalisiert. In dieser Position bleibt dem Igf2-
Promotor der Zugang zu den Enhancer-Sequenzen, die sich außerhalb der Chromatin-
Domäne befinden, verwehrt. Die maternale Kopie von Igf2 wird daher nicht transkribiert.
Auf dem paternalen Chromosom dagegen befinden sich Igf2 und der Enhancer innerhalb
der gleichen Chromatindomäne, so dass Igf2 exprimiert wird (Murrell et al., 2004). Es
muss einschränkend angemerkt werden, dass das Chromatin-Schleifen-Modell den
Mechanismus der genomisch geprägten Genexpression am Igf2/H19-Locus nicht
vollständig erklären kann. So macht das Modell keine Aussage über die Regulation der
Expression des H 1 9 -Gens, das sich in beiden Fällen innerhalb der aktiven
Chromatindomäne befindet. Zum zweiten ist die Identität der Proteine, welche die
allelspezifische Chromatinschleifenbildung vermitteln, nicht bekannt. CTCF bindet die
H19-Imprinting-Kontrollregion auf dem maternalen Chromosom (Kanduri et al., 2000),
aber die genaue Rolle von CTCF in der Interaktion der H19-Imprinting-Kontrollregion
mit DMR1 ist nicht analysiert worden. Ebenso sind keine Proteine identifiziert worden,
welche eine Chromatin-Schleifenbildung auf dem paternalen Chromosom vermitteln
könnten (B und C in Abbildung 31). In Bandshift-Experimenten mit Proteinextrakt, der
aus der männlichen Keimbahn gewonnen wurde, konnte eine Aktivität detektiert werden,
welche mit Sequenzen der H19-Imprintingkontrollregion und des H19-Silencers
interagiert. Die Bedeutung dieser Bindungsaktivität in vivo ist jedoch unklar (Bowman et
al., 2003, Szabo et al., 2004).
Trotz der Gemeinsamkeiten von Su(Hw) und CTCF in der Regulation der
Chromatinstruktur durch die Interaktion mit Chromatin-Insulatoren bestehen hinsichtlich
der Regulation der Genexpression am H19-Locus in Fliegen und Säugetieren
entscheidende Unterschiede. Werden die CTCF-Bindungsstellen in der H19-Imprinting-
Kontrollregion durch Punktmutationen verändert, so dass eine Interaktion mit CTCF
verhindert wird, so kommt es neben dem Verlust der monoallelischen Expression von
Igf2 auch zu einer verminderten Expression von H19 (Schoenherr et al., 2003). Dieser
Befund spricht für eine aktivierende Rolle von CTCF bei der Transkription von H19.
Dagegen zeigen die in dieser Arbeit präsentierten Ergebnisse, dass Su(Hw) am
transgenen H19-Locus in Drosophila für die transkriptionelle Repression verantwortlich
ist. Folglich nimmt Su(Hw) eher die Rolle eines putativen Proteins ein, das auf dem
paternalen Chromosom an den H19-Silencer bindet und die Expression von H19
unterbindet (Protein C in Abbildung 31). In diesem Zusammenhang ist es interessant,
dass ein BORIS (für brother of the regulator of imprimted sites) genanntes Paralog von
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CTCF identifiziert worden ist (Loukinov et al., 2002). Hinsichtlich ihrer DNA-
Bindungseigenschaften unterscheiden sich CTCF und BORIS nicht, allerdings wird
BORIS ausschließlich in Hoden exprimiert (Loukinov et al., 2002). Dieser Befund legt
ein Modell nahe, in dem BORIS in der männlichen Keimbahn am H19-Locus eine
reprimierende Chromatinstruktur etabliert, während CTCF auf dem maternalen
Chromosom die de novo DNA-Methylierung der H19-Imprinting-Kontrollregion
verhindert (Fedoriw et al., 2004).
3.2.4 Die Rolle von Su(Hw) in Gensilencing-Prozessen
Die Rolle der Su(Hw)-interagierenden Region von gypsy als Chromatin-Insulator ist
intensiv untersucht worden. Allerdings sind die Funktionen des gypsy-Insulators
überraschend vielseitig. So ist beispielsweise demonstriert worden, dass der gypsy-
Insulator in Abwesenheit von Mod(mdg4) als Promotor-spezifischer Silencer fungieren
kann (Cai und Levine, 1997). Dieses Resultat legt nahe, dass die Insulator-Funktion
keine intrinsische Eigenschaft der Su(Hw)-interagierenden Region von gypsy ist.
Vielmehr scheinen die Funktionen dieses Elements in entscheidender Weise durch die
gebundenen Faktoren beeinflusst zu werden. Ein weiterer Befund stützt diese Annahme:
In der y2-Mutation ist die Integration eines gypsy-Transposons in der regulatorischen
Region des yellow-Gens erfolgt. yellow kodiert ein Protein, dass in Drosophila die
Färbung von Körperstrukturen kontrolliert, wobei verschiedene Enhancer die Expression
von yellow in unterschiedlichen Geweben steuern. Das gypsy-Retrotransposon ist in y2-
Fliegen zwischen zwei Enhancern von yellow lokalisiert: stromabwärts des Enhancers für
die Kutikula-Färbung, und stromaufwärts des Enhancers, der die Färbung der Borsten
von Drosophila reguliert. Wie für einen Chromatin-Insulator zu erwarten, blockiert
gypsy in dieser Position nur den Kutikula-Enhancer. In Abwesenheit von Mod(mdg4)
nimmt der gypsy-Insulator hingegen die Eigenschaften eines bidirektionalen Silencer-
Elements an, so dass beide Enhancer gehemmt werden (Gerasimova et al., 1995). Die
Repression, die das gypsy-Element vermittelt, besitzt die typischen Eigenschaften von
Heterochromatin. Aus diesem Grund ist vorgeschlagen worden, dass Su(Hw) für die
Etablierung einer heterochromatischen Chromatin-Organisation verantwortlich ist, die
sich stromaufwärts und stromabwärts der Su(Hw)-Bindestelle ausbreitet (Gerasimova et
al., 1995). Diese Aktivität gleicht in auffallender Weise der Eigenschaft des H19-
Silencers, der in transgenen Drosophila als bidirektionaler Silencer fungiert (Lyko et al.,
1997). Bemerkenswerterweise resultieren Mutationen in einigen Su(var)-Genen, die in
Drosophila Heterochromatin-Komponenten kodieren, in einer Derepression des mini-
white-Silencings durch den H19-Silencer in P(hzh)-Transgenen. Diese Daten legen ein
Modell nahe, in dem Su(var)-Proteine und Su(Hw) an der Etablierung einer
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Heterochromatin-ähnlichen Struktur an den Sequenzen des H19-Silencers in transgenen
Drosophila beteiligt sind, welche das Gensilencing von Reportergenen vermittelt.
3.3 RNA-vermitteltes Gensilencing an einem transgenen H19-
Locus in Drosophila
Im Rahmen dieser Arbeit konnte demonstriert werden, dass Sequenzen des H19-
Silencers in transgenen Drosophila in RNA übersetzt werden. Es konnten Transkripte in
beiden Orientierungen detektiert werden. Die Expression eines RNAi-Vektor-Konstrukts,
das eine Sequenz aus dem H19-Silencer als Doppelstrang-RNA exprimiert, resultiert in
einer Derepression des mini-white Reportergens, dessen Transkription durch den H19-
Silencer in transgenen Drosophila reprimiert wird. Zudem korreliert die Expression des
RNAi-Vektor-Konstrukts mit einer Verringerung der Menge an Transkripten aus der
H19-Silencer-Region. Diese Befunde legen nahe, dass die Transkripte in der H19-
Silencer-Region eine funktionelle Rolle im Prozess des durch den H19-Silencer
vermittelten Gensilencings besitzen, und dass die Expression des RNAi-Vektors mit der
Funktion der RNAs aus der Region des H19-Silencers interferiert. Im Folgenden wird die
mögliche Rolle der H19-Silencer-Transkripte diskutiert.
3.3.1 Der H19-Silencer vermittelt transkriptionelle Repression durch einen
RNAi-unabhängigen Prozess
Die Existenz von Transkripten in beiden Orientierungen innerhalb einer Region, die
Gensilencing vermittelt, erinnert an die Regulation von Heterochromatin der Hefe S.
pombe. In heterochromatischen Bereichen werden in S. pombe beide DNA-Stränge
transkribiert. Aufgrund ihrer Sequenzkomplementarität bilden die Transkripte
Doppelstrang-RNA-Moleküle, die von Komponenten der RNAi-Maschinerie in kleine
interferierende RNAs gespalten werden. Diese kleinen interferierenden RNAs steuern
dann die Etablierung einer repressiven Chromatinstruktur in heterochromatischen
Regionen (Volpe et al., 2002, Hall et al., 2002). Ein ähnlicher Mechanismus ist auch in
Drosophila für die Regulation von Heterochromatin verantwortlich (Aravin et al., 2003,
Pal-Bhadra et al., 2004). In Drosophila kodieren die Su(var)-Gene Heterochromatin-
Komponenten (Reuter und Wolff, 1981). Mutationen in einigen Su(var)-Genen
resultieren in einer Derepression des mini-white Silencings in P(hzh) Transgenen. Somit
zeigt die H19 -Silencer-Region auf genetischer Ebene Gemeinsamkeiten mit
Heterochromatin und wird zudem bidirektionell transkribiert. Aus diesen Gründen liegt
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die Vermutung nahe, dass ein RNAi-ähnlicher Mechanismus die molekulare Grundlage
des Gensilencings durch den H19-Silencer darstellt. Zudem existiert in der Literatur ein
Beispiel, das einen Zusammenhang zwischen Gensilencing eines genomisch geprägten
Gens und der RNAi-Maschinerie beschreibt. Kleine interferierende RNAs und die RNAi-
Komponenten dcl-3 (Dicer-like 3), ago-4 (Argonuate 4) und rdr2 (RNA-dependent RNA
polmerasee 2) vermitteln am genomisch geprägten FWA-Locus in Arabidopsis die
transkriptionelle Repression des paternalen Allels (Chan et al., 2004, Lippman et al.,
2004). Jedoch deuten in dieser Arbeit durchgeführte Experimente darauf hin, dass die
Hypothese, welche von einem RNAi-ähnlichen Gensilencing-Mechanismus an dem
transgenen H19-Locus in Drosophila ausgeht, nicht zutrifft. Befunde, die durch vier
verschiedene experimentelle Ansätze gewonnen werden konnten, sprechen gegen eine
Beteiligung der RNAi-Maschinerie an dem Prozess des Gensilencings durch den H19-
Silencer. Erstens konnten keine kleinen interferierenden RNAs aus der H19-Silencer-
Region detektiert werden. Es kann aber nicht ausgeschlossen werden, dass die kleinen
interferierenden H19-Silencer-RNAs dennoch existieren, und dass sie in so geringer
Menge vorliegen, dass ihr Nachweis mit Hilfe der angewandten Northern Blot-Technik
nicht möglich ist. In der Literatur sind Beispiele für kleine RNAs beschrieben worden,
die nicht anhand von Northern Blots nachgewiesen werden konnten. Die Expression der
micro-RNA lys-6, die in C. elegans an der Steuerung der neuronalen Musterbildung
mitwirkt, ist nicht durch Northern Blot-Techniken bestätigt worden (Johnston und
Hobert, 2003). Zum Nachweis der microRNA mir-273 in C. elegans musste eine reverse
Transkription mit anschliessender Amplifikation durch eine Polymerasenkettenreaktion
durchgeführt werden (Grad et al., 2003). In Präparationen von zellulären RNAs kann
mir-273 mittels Northern Blot nicht nachgewiesen werden. Allerdings bestehen in den
angewandten Protokollen Unterschiede: Grad und Kollegen setzen eine Präparation der
gesamten zellulären RNA in den Northern Blot Experimenten ein (Grad et al., 2003),
während das in dieser Arbeit angewandte Protokoll einen Schritt beinhaltet, der kleine
RNAs anreichert. Es kann daher angenommen werden, dass die in dieser Arbeit
eingesetzten RNA-Präparationen aufgrund ihres größeren Anteils an niedermolekularen
RNAs gegenüber Gesamt-RNA-Präparationen den Nachweis kleiner RNAs erleichtern
sollten. Ein weiterer Befund lässt einen RNAi-ähnlichen Mechanismus an dem
transgenen H19-Locus in Drosophila unwahrscheinlich erscheinen: die Expression des
RNAi-Vektor-Konstrukts führt in P(hzh)-Transgenen zum Verlust des Silencings des
Reportergens mini-white. Wenn kleine interferierende RNAs an der transkriptionellen
Repression von mini-white durch den H19-Silencer beteiligt sind, so ist nur schwer zu
erklären, warum eine Zunahme der Konzentration an kleinen RNAs aus der H19-
Silencer-Region durch die Expression des RNAi-Vektors mit dem Prozess des
Gensilencings interferiert. Der dritte Befund, der gegen ein RNAi-vermitteltes
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Gensilencing durch den H19-Silencer spricht, ist aus Experimenten mit dem viralen
RNAi-Inhibitor p19 gewonnen worden. Die Expression von p19, eines viralen Proteins,
das in Drosophila in vitro (Lakatos et al., 2004) und in vivo (diese Arbeit) mit RNAi-
Prozessen interferiert, verändert den Transkriptionslevel von mini-white in P(hzh)
transgenen Fliegen nicht (Daten nicht gezeigt). Viertens haben Mutationen in Genen, die
Komponenten der RNAi-Maschinerie kodieren, keinen Einfluss auf die Expression des
Gens mini-white, das unter der Kontrolle des H19-Silencers steht. Die einzige Ausnahme
stellt piwi dar, da die Mutation piwi1 zur Derepression von mini-white in P(hzh)
Transgenen führt. Wie weiter unten diskutiert wird, ist piwi an verschiedenen Formen
des Gensilencings in Drosophila beteiligt, so dass aufgrund eines genetischen Einflusses
einer Mutation in piwi nicht zwingenderweise auf einen Zusammenhang mit RNAi
geschlossen werden kann.
Auch wenn die in dieser Arbeit beschriebenen Experimente nicht mit letzter Sicherheit
ausschließen können, dass die RNAi-Maschinerie an dem Prozess des Gensilencings
durch den H 1 9 -Silencer beteiligt ist, so lassen sie diese Möglichkeit sehr
unwahrscheinlich erscheinen.
3.3.2 Die Rolle von piwi im Prozess des Gensilencings durch den H19-
Silencer
Unter den Genen, deren Mutation zu einer verminderten transkriptionellen Repression
des Reportergens mini-white in P(hzh)-Transgenen führt, zeigt piwi1 nach su(Hw)v/f den
deutlichsten Effekt. Piwi gehört zu einer Familie von Genen, deren Mitglieder die
sogenannten PAZ-und Piwi-Domänen besitzen (Cerutti et al., 2000) und Funktionen in
RNAi-abhängigen Prozessen haben. So wurde das rde1-Gen aus dieser Familie (RNAi
defective 1) in C. elegans durch einen genetischen Screen identifiziert, in dem
Mutationen isoliert wurden, die eine Resistenz gegenüber RNAi zeigen (Tabara et al.,
1999). Ein weiteres PAZ-Domänen-Protein ist aubergine. In Wildtyp-Embryonen von
Drosophila ruft die Injektion von doppelsträngiger RNA eine RNAi-Antwort hervor.
Drosophila-Embryonen mit einer Mutation des aubergine-Gens hingegen zeigen keine
RNAi-Antwort, wenn Doppelstrang-RNA injiziert wird (Kennerdell et al., 2002). piwi-
Mutationen beeinflussen in Drosophila mehrere Formen des Gensilencings. Wird in
Drosophila die Kopienzahl von Transgenen, die das Gen Adh (Alcohol dehydrogenase)
besitzen, über einen bestimmten Schwellenwert erhöht, so kommt es nicht, wie aufgrund
der erhöhten Kopienzahl des Adh-Gens zu erwarten wäre, zu einer erhöhten Adh-
Expression, sondern im Gegenteil zu einer verminderten Expression des transgenen Adh-
Gens und des endogenen Adh-Gens (Pal-Bhadra et al., 2002). Dieses Phänomen ist als
homologe Kosuppression bekannt. Auf molekularer Ebene zeigt die Kosuppression alle
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Merkmale eines RNAi-Mechanismus: es kommt infolge der erhöhten Kopienzahl des
Adh-Transgens zur Bildung von siRNAs, deren Sequenz der von Adh entspricht, und
welche den Abbau der Adh-mRNA vermitteln (Pal-Bhadra et al., 2002). Diese
posttranskriptionelle Form des Gensilencings ist von piwi abhängig. Mutationen in piwi
verhindern sowohl die Entstehung der siRNAs als auch den Abbau der Adh-mRNA (Pal-
Bhadra et al., 2002). Eine weitere Form des Gensilencings in Drosophila ist die nicht-
homologe Kosuppression. Bei diesem Prozess wird die Expression eines white-Gens, das
unter der Kontrolle des Adh-Promotors steht, sukzessive reprimiert, wenn es mit einer
ansteigenden Kopienzahl eines „inversen“ Transgens kombiniert wird, in dem der white-
Promotor die Expression eines Adh-Gens kontrolliert (Pal-Bhadra et al., 1999). Die
nicht-homologe Kosuppression weist keine Merkmale eines RNAi-ähnlichen
Mechanismus auf, vielmehr handelt es sich um eine transkriptionelle Form des
Gensilencings, in der Mitglieder der Polycomb-Gruppe eine repressive
Chromatinstruktur etablieren (Pal-Bhadra et al., 1999). Allerdings ist auch diese Form
der Genrepression von piwi abhängig (Pal-Bhadra et al., 2002). Mutationen in piwi
beeinflussen demnach verschiedene Formen des Gensilencings, die sowohl
transkriptionell (d.h. auf der Ebene der verminderten Transkription eines Gens) als auch
posttranskriptionell (d.h. durch den Abbau von mRNA) wirken (Pal-Bhadra et al., 2002).
Zudem wird der Prozess des heterochromatischen Gensilencings durch piwi reguliert.
Mutationen in piwi führen zur Expression von Reportergenen, deren Transkription
normalerweise durch ihre chromosomale Lokalisierung in der Nähe von Heterochromatin
reprimiert wird (Pal-Bhadra et al., 2004). Damit zeigen piwi-Mutationen hinsichtlich der
Expression von Heterochromatin-Reportergenen den gleichen Phänotyp wie Mutationen
in der Gruppe der Su(var)-Gene. piwi gehört demnach zu einer Gruppe von Genen, deren
Mutation sowohl heterochromatisches Gensilencing als auch die durch den H19-Silencer
vermittelte transkriptionelle Repression beeinflussen. Dieser Befund deutet darauf hin,
dass diese beiden Formen des Gensilencings molekulare Gemeinsamkeiten aufweisen.
3.3.3 Die Expression des p19-Proteins in Drosophila: mögliche in vivo
Anwendungen von p19 als „molekulargenetisches Werkzeug“
Im Rahmen dieser Arbeit ist das p19-Protein des zur Familie der Tombusviren
gehörenden Carnation Italian Ringspot Virus in transgenen Drosophila exprimiert
worden. p19 bindet in vitro spezifisch an kleine interferierende RNAs (Vargason et al.,
2003), und wirkt auf diese Weise dem auf RNA-Silencing basierenden
Abwehrmechanismus der Wirtspflanze entgegen (Silhavy et al., 2002). Experimente, die
in dieser Arbeit beschrieben werden, belegen, dass mittels Expression von RNAi-
Transgen-Vektoren induzierte Phänotypen durch Koexpression von p19 in vivo in
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Drosophila supprimiert werden können. Auch wenn ein formaler Beweis noch aussteht,
lassen diese Daten vermuten, dass p19 in Drosophila kleine interferierende RNAs bindet
und auf diese Weise mit dem durch Transgen-Vektoren induzierten RNAi-Mechanismus
interferiert. Die Fähigkeit von p19, RNA-Silencing in Pflanzen zu inhibieren, ist
nachgewiesen worden (Silhavy et al., 2002, Vargason et al., 2003, Chapman et al., 2004,
Dunoyer et al., 2004). In dieser Arbeit konnte erstmals demonstriert werden, dass die
RNAi-inhibierende Aktivität eines Proteins aus einem Pflanzen-Virus im Laufe der
Evolution soweit konserviert worden ist, dass seine Funktion in einem heterologen,
tierischen Organismus beibehalten wird. Somit kann p19 in Drosophila  als
molekulargenetisches Werkzeug eingesetzt werden, um Phänotypen abzuschwächen,
welche durch die transgene Expression von siRNAs hervorgerufen werden. Daneben
könnte sich p19 aber auch als nützliches Hilfsmittel bei der Entschlüsselung der
Signalwege kleiner RNAs in Drosophila erweisen. Man unterscheidet zwei Klassen
kleiner RNAs: microRNAs und kleine interferierende RNAs (small interfering RNAs,
siRNAs). MicroRNAs binden an mRNAs mit nahezu komplementärer Sequenz, meist in
der 3’-untranslatierten Region, wodurch es zu einer translationalen Repression der
mRNAs kommt (Bartel, 2004). siRNAs dagegen vermitteln den Abbau von mRNAs mit
komplementärer Sequenz (Fire et al. 1998, Bernstein et al., 2001). Daneben sind siRNAs
auch an der Etablierung heterochromatischer Strukturen beteiligt (Volpe et al., 2002,
Aravin et al., 2003, Pal-Bhadra et al., 2004). Die transgene Expression von p19 in
Arabidopsis führt zu deutlichen Störungen in der Pflanzenentwicklung (Papp et al., 2003,
Chapman et al., 2004). Es ist wahrscheinlich, dass diese Entwicklungsstörungen auf die
Inhibition eines Schrittes in der microRNA-Biogenese in Pflanzen durch p19
zurückzuführen sind (Zamore, 2004): p19 bindet eine doppelsträngige Vorläuferform der
microRNAs und verhindert dadurch deren Reifung zu funktionellen, einzelsträngigen
microRNAs (Chapman et al., 2004, Dunoyer et al., 2004). Transgene Drosophila
dagegen, in denen p19 im Auge, im Flügel oder im gesamten Körper überexprimiert
wird, zeigen in den jeweiligen Geweben keine vom Wildtyp abweichenden Phänotypen
(Daten nicht gezeigt). Angesichts der großen Zahl von micro-RNA-regulierten Genen,
die in der Drosophila-Entwicklung eine Rolle spielen (Brennecke et al., 2003, Stark et
al., 2003), ist es daher in hohem Maße unwahrscheinlich, dass eine Überexpression von
p19 in Drosophila mit der Biogenese von microRNAs interferiert. Mit dieser Annahme
stimmt die Beobachtung überein, dass die Expression von p19 in Drosopila microRNA-
regulierte Schritte des Notch-Signaltransduktionsweges nicht beeinflusst (Eric C. Lai,
persönliche Mitteilung). Diese Erkenntnisse weisen auf Unterschiede in der Biogenese
und/oder Struktur von microRNAs in Pflanzen und Drosophila hin. Die doppelsträngigen
Vorläuferformen von microRNAs in Pflanzen zeigen in der Regel einen höheren Anteil
an Watson-Crick-Basenpaaren als die von Tieren (Reinhart et al., 2002). Daneben
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besitzen die meisten pflanzlichen microRNAs eine Länge von 21 Nukleotiden, während
viele tierische microRNAs 22 oder 23 Nukleotide lang sind (Bartel, 2004). Die
Bindungsspezifität von p19 in vitro für siRNAs einer Länge von 21 Nukleotiden, die
perfekte Sequenzkomplementarität aufweisen (Vargason et al., 2003), könnte die
unterschiedlichen Auswirkungen der transgenen Expression von p19 in Arabidopsis und
Drosophila erklären.
Trotz ihrer scheinbar klar voneinander trennbaren Funktionen sind einige Aspekte der
Zielspezifität von microRNAs und siRNAs ungeklärt. So können microRNAs als
siRNAs fungieren (Hutvagner und Zamore, 2002), und es ist umgekehrt demonstriert
worden, dass siRNAs wie microRNAs wirken können (Doench et al., 2003). Daraus ist
gefolgert worden, dass microRNAs und siRNAs in ähnlichen, wenn nicht identischen
Effektorkomplexen existieren, und dass die Funktion einer microRNA oder siRNA durch
den Grad an Sequenzkomplementarität zwischen der kleinen RNA und ihrer Ziel-mRNA
bestimmt wird (Meister und Tuschl, 2004). Andererseits können microRNA-regulierte
Prozesse von solchen, die von siRNAs gesteuert werden, auf genetischer Ebene in
Drosophila unterschieden werden (Lee et al., 2004, Okamura et al., 2004). Die
Verwendung von p19 als ein molekulargenetisches Werkzeug, das spezifisch siRNA-
regulierten Prozessen entgegenwirkt, könnte helfen, die Gemeinsamkeiten und
Unterschiede in der Regulation der Genexpression durch microRNAs und siRNAs zu
verstehen.
Schließlich könnte die Expression von p19 in transgenen Drosophila dazu dienen, die
Verbindung zwischen kleinen RNAs und der Etablierung von Heterochromatin zu
analysieren. Die Expression von Reportergenen, deren Integrationsstelle sich in der Nähe
von heterochromatischen Regionen befindet, wird durch ihre chromosomale Position
reprimiert. Mutationen in Genen der RNAi-Maschinerie heben diese transkriptionelle
Repression in S. pombe und Drosophila auf (Volpe et al. 2002, Pal-Bhadra et al., 2004).
Während jedoch in S. pombe die Existenz von bidirektionalen Transkripten in
heterochromatischen Regionen und die Erzeugung von siRNAs durch RNAi-
Komponenten klar belegt ist (Volpe et al., 2002, Hall et al., 2002, Verdel et al., 2004),
fehlt in Drosophila bislang ein formaler Beweis des Zusammenhangs zwischen siRNAs
und der Etablierung heterochromatischer Regionen. Die Auswirkung der Expression von
p19 auf die transkriptionelle Aktivität von Reportergenen, welche durch die
chromosomale Position in der Nähe zu Heterochromatin reprimiert wird, könnte
diesbezüglich in Drosophila wertvolle Erkenntnisse liefern.
3 DISKUSSION
85
3.3.4 Funktion der nichtkodierenden RNAs aus der H19-Silencer-Region
Es konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass innerhalb des H19-Silencer-Locus
Transkripte erzeugt werden. Wird die molekulargenetische Technik der RNA-Interferenz
benutzt, um die Menge der H19-Silencer-Transkripte an einem transgenen Drosophila-
Locus zu reduzieren, so kommt es gleichzeitig zum Verlust des Gensilencings eines
Reportergens, das unter der Kontrolle des H19-Silencer-Elements steht. Dieses Ergebnis
legt den Schluss nahe, dass RNAs aus der H19-Silencer-Region transkriptionelle
Repression vermitteln. Im Folgenden wird anhand von Beispielen aus der Literatur
beschrieben, welche Rolle nichtkodierende RNAs in Gensilencing-Prozessen
übernehmen. Abschließend wird ein Modell postuliert, das die Funktion der Transkripte
in der transkriptionellen Repression durch die H19-Silencer-Region erklären könnte.
3.3.4.1  Die Rolle von Xist in der X-Chromosomen-Inaktivierung in weiblichen
 Säugetieren
In weiblichen Säugetieren wird eines der beiden X-Chromosomen transkriptionell
stillgelegt, um das Expressionslevel von Genen auf dem X-Chromosom in beiden
Geschlechtern (XY Männchen und XX Weibchen) anzugleichen (Lyon, 1961). Dieser
Prozess wird als X-Chromosom-Inaktivierung bezeichnet und stellt ein Musterbeispiel
eines epigenetischen Mechanismus dar (Avner und Heard, 2001). Im Zentrum der
Repression des inaktiven X-Chromosoms steht die nichtkodierende RNA Xist (X-
inactive-specific transcript). Xist ist eine 17 Kilobasen lange, untranslatierte RNA
(Brown et al., 1992), welche das inaktive X-Chromosom bedeckt und seine Repression in
cis vermittelt (Clemson et al, 1996, Penny et al., 1996). Der Prozess der X-Inaktivierung
kann während der Differenzierung von embryonalen Stammzellen aus der Maus
rekapituliert werden (Lee et al., 1996, Wutz und Jaenisch, 2000). Bemerkenswerterweise
konnte durch Experimente in embryonalen Stammzellen demonstriert werden, dass das
Silencing durch Xist und die Assoziation von Xist mit dem inaktiven X-Chromosom
voneinander trennbare Funktionen sind (Wutz et al., 2002). Für die transkriptionelle
Repression durch Xist wird eine konservierte Region im 5’-Bereich der RNA benötigt.
Die Lokalisierung von Xist an dem inaktiven X-Chromosom dagegen vermitteln
verschiedene, funktionell redundante Sequenzen (Wutz et al., 2002). Es ist spekuliert
worden, dass Silencing-Proteine mit der 5’-Region von Xist interagieren, um die
transkriptionelle Stilllegung des X-Chromosoms zu vermitteln (Wutz et al., 2002).
Histonmodifikationen, die für repressive Chromatinstrukturen kennzeichnend sind,
können am inaktiven X-Chromosom unmittelbar nach der Transkription der Xist-RNA
detektiert werden (Boggs et al., 2002, Silva et al., 2003, Plath et al., 2003). Die Parallelen
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zwischen X-Inaktivierung und Imprinting gehen über Gemeinsamkeiten in der
Genregulation hinaus. In einem frühen Stadium der Embryonalentwicklung der Maus
kommt es im Prozess der X-Inaktivierung zu einer genomisch geprägten Expression
eines gesamten Chromosoms: das paternale X-Chromosom wird selektiv stillgelegt (Mak
et al., 2004). Das paternale X-Chromosom wird in einem späteren Stadium der
Entwicklung reaktiviert, und die Wahl, welches der beiden X-Chromosomen inaktiviert
wird, erfolgt zufällig (Okamoto et al., 2004). Eine zweite RNA ist in diesem Prozess von
zentraler Bedeutung: Tsix, deren Orientierung antisense zu Xist ist (Lee et al., 1999). Tsix
wird von dem maternalen X-Chromosom exprimiert und inhibiert in cis die Expression
von Xist. Damit schützt Tsix das maternale X-Chromosom vor der durch Xist vermittelten
Inaktivierung (Lee, 2000).
3.3.4.2  Transkription einer antisense-RNA führt zu transkriptioneller Repression
 eines menschlichen α-Globin-Gens
Hämoglobin besteht aus zwei α - und zwei β-Ketten, die in einem korrekten
stöchiometrischen Verhältnis zueinander exprimiert werden müssen, um die tetramere
Hämoglobin-Struktur bilden zu können. Störungen in der Regulation der Expression der
Globin-Gene können zu Thalassämie führen. Ein seltener Fall von Thalassämie wird
durch ein antisense-Transkript verursacht (Tufarelli et al., 2003). In Patienten, welche an
dieser Form von Thalassämie leiden, ist ein DNA-Abschnitt stromabwärts des α-Globin-
Gens HBA2 deletiert (Barbour et al., 2000). Innerhalb des deletierten Fragments befindet
sich die Polyadenylierungssequenz von Luc7L, eines stromabwärts von HBA2 gelegenen
Gens, das in entgegengesetzter Orientierung zu HBA2 transkribiert wird. Die Deletion
führt zu einem Verlust der Expression des Gens HBA2, obwohl die Sequenzen des Gens
und seiner cis-regulatorischen Elemente vollständig intakt sind (Barbour et al., 2000).
Tufarelli und Kollegen konnten zeigen, dass Transkripte des LUC7L-Gens in Patienten
mit der Deletion nicht stromabwärts von HBA2  stoppen, sondern noch in der
Promotorregion von HBA2 detektiert werden können (Tufarelli et al., 2003). Diese
Transkripte, deren Orientierung relativ zu denen des HBA2-Gens antisense ist, führen zur
DNA-Methylierung von CpG-Nukleotiden des HBA2-Promotors (Tufarelli et al., 2003).
Die Deletion stromabwärts von HBA2  führt zudem zu einer Anreicherung des
Chromatins im Bereich des HBA2-Promotors mit Histon H3, das an Lysin 9 methyliert
ist (Tufarelli et al., Poster Abstract 418, Keystone Symposium „Diverse Roles of RNA in
Gene Regulation“, Januar 2005). Demnach führt in diesem Fall ein antisense-Transkript
zu DNA-Methylierung und Histonmethylierung der Promotorregion eines autosomalen
Gens, wodurch dessen Expression in cis verhindert wird.
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3.3.4.3  Silencing durch Air im Igf2r Imprinting-Cluster
Innerhalb des genomisch geprägten Igf2r Imprinting-Clusters sind drei genomisch
geprägte, maternal exprimierte Gene lokalisiert: Igf2r, Slc22a2 und Slc22a3. Die
regulatorische Air-RNA dagegen, deren Promotor sich in dem zweiten Intron von Igf2r
befindet, zeigt paternale Expression (Abbildung 2). Eine Deletion des Air-Promotors
resultiert in einem Verlust des Silencings von Igf2r, Slc22a2 und Slc22a3 auf dem
paternalen Chromosom (Zwart et al., 2001). Die transkriptionelle Repression dieser drei
Gene wird ebenfalls aufgehoben, wenn die Transkription von Air durch Insertion einer
Polyadenylierungskassette unterbrochen wird (Sleutels et al., 2002). Wie vermittelt Air
das bidirektionale Silencing von Igf2r, Slc22a2 und Slc22a3 innerhalb eines 400
Kilobasen-Clusters? Bemerkenswerterweise überlappt das Air-Transkript nur mit Igf2r,
nicht aber mit Slc22a2 oder Slc22a3 (Lyle et al., 2000). Dieser Befund schließt einen
RNAi-ähnlichen Silencing-Mechanismus aus, der auf überlappenden Transkripten der
proteinkodierenden Gene mit Air und der Bildung doppelsträngiger RNA basiert. Es ist
erwähnenswert, dass die drei Gene Unterschiede hinsichtlich ihrer genomisch geprägten
Expression im Laufe der Entwicklung zeigen: Igf2r ist während der gesamten
Embryonalentwicklung und der adulten Stadien paternal reprimiert, während Slc22a2
und Slc22a3 nur in der Plazenta eine genomisch geprägte Expression zeigen (Zwart et
al., 2001). CpG-Nukleotide im Promotorbereich von Igf2r sind auf dem paternalen
Chromosom methyliert (Wutz et al., 1997). Im Gegensatz zu Igf2r weisen die
Promotorregionen von Slc22a2  und Slc22a3  kein parentalspezifisches DNA-
Methylierungsmuster auf (Zwart et al., 2001). Die DNA-Methylierung des Igf2r-
Promotors ist auf einem paternalen Chromosom, welches die durch Insertion der
Polyadenylierungskassette verkürzte Form der Air-RNA exprimiert, nicht vorhanden.
Die nichtkodierende Air-RNA vermittelt demnach DNA-Methylierung des Igf2r-
Promotors (Sleutels et al., 2002). Dieser Mechanismus könnte zur Repression des
paternalen Igf2r-Allels beitragen. Dagegen ist nicht geklärt, wie die Transkription der
paternalen Allele von Slc22a2 und Slc22a3 verhindert wird. Es ist vorgeschlagen
worden, dass das primäre Ereignis in der Etablierung des Silencings der paternalen
proteinkodierenden Gene des Igf2r-Clusters die Repression des Igf2r-Promotors ist,
welcher mit dem Air-Transkript überlappt. Die auf diesem Weg erzeugte repressive
Chromatinstruktur könnte sich dann in einem zweiten Schritt ausbreiten und die
flankierenden Gene Slc22a2 und Slc22a3 reprimieren (Sleutels et al., 2002).
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3.3.4.4  RNA-vermitteltes Gensilencing im genomisch geprägten Kcnq1-Cluster
Das Kcnq1-Imprinting-Cluster gleicht hinsichtlich seiner Organisation dem Igf2r-
Cluster. Die Imprinting-Kontrollregion fungiert in beiden Clustern als Promotor einer
nichtkodierenden RNA (Air im Igf2r-Cluster, Kcnq1ot1 im Kcnq1-Cluster), die paternal
exprimiert wird (Smilinich et al., 1999, Lyle et al., 2000). Alle genomisch geprägten,
proteinkodierenden Gene in beiden Clusters weisen dagegen eine maternale Expression
auf, und die Deletion der Imprinting-Kontrollregion führt in beiden Clustern zum Verlust
der monoallelischen Expression dieser Gene (Zwart et al., 2001, Fitzpatrick et al., 2002).
Ist der Mechanismus der transkriptionellen Repression der paternalen Allele der Igf2r-
und Kcnq1-Cluster ebenfalls vergleichbar? Einige Befunde unterstützen diese Annahme:
die Insertion einer Polyadenylierungsstelle stromabwärts des Kcnq1ot1-Promotors führt
in einem Zellkultur-Assay zum Verlust der Repression von Reportergenen durch die
Kcnq1-Imprinting-Kontrollregion (Thakur et al., 2004). Zudem ist DNA-Methylierung
an Promotorregionen der Reportergene in diesem Assay abhängig von dem Kcnq1ot1-
Transkript (Thakur et al., 2004). Diese Ergebnisse lassen darauf schließen, dass die
Kcnq1ot1-RNA Gensilencing vermittelt. Interessanterweise scheinen am Kcnq1-
Imprinting-Cluster zwei Silencing-Mechanismen zusammen zu wirken. Gene, die in der
Nähe der K c n q 1-Imprinting-Kontrollregion lokalisiert sind (das innere Kcnq1-
Imprinting-Cluster: Kcnq1, Cdkn1c, Slc22a18 und Phlda2), zeigen sowohl in der
Plazenta als auch im Embryo eine genomisch geprägte Expression und besitzen
differentiell methylierte Regionen innerhalb ihrer regulatorischen Sequenzen (Lewis et
al., 2004a). In weiterer Entfernung der Imprinting-Kontrollregion dagegen (bis zu 450
Kilobasen in beiden Richtungen) liegen die Gene des äußeren Kcnq1-Imprinting-Clusters
(Osbpl5, Nap1l4, Tssc4, Cd81 und Ascl2). Diese Gene weisen nur in der Plazenta eine
monoallelische Expression auf und zeichnen sich durch die Abwesenheit von
elternspezifischen DNA-Methylierungsmustern in ihren regulatorischen Regionen aus
(Lewis et al., 2004a, Umlauf et al., 2004). Alle proteinkodierenden Gene des Kcnq1-
Clusters sind maternal exprimiert, während die paternalen Allele durch eine
Anreicherung von repressiven Chromatin-Modifikationen, insbesondere der
Methylierung von Histon H3 and den Lysinresten 9 und 27, charakterisiert sind (Umlauf
et al., 2004). Die Deletion der Imprinting-Kontrollregion resultiert in biallelischer
Expression aller Gene des gesamten Kcnq1-Clusters (Fitzpatrick et al., 2002), und es
kommt gleichzeitig zum Verlust der repressiven Chromatinstruktur auf dem paternalen
Chromosom (Lewis et al., 2004a). Dagegen führt eine Mutation der DNA-
Methyltransferase Dnmt1 bei den Genen des inneren Kcnq1-Clusters zur Expression
beider Allele, während die Gene des äußeren Kcnq1-Clusters ihre monoallelische
Expression beibehalten (Lewis et al., 2004a).
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Abbildung 32: Schematische Darstellung des Kcnq1-Imprinting Clusters.
Die proteinkodierenden Gene des inneren Kcnq1-Clusters (hellblaue Rechtecke) zeigen sowohl
in der Plazenta als auch im Embryo eine genomisch geprägte Expression, und ihre
monoallelische Expression ist von DNA-Methylierung abhängig. Die proteinkodierenden Gene
des äußeren Kcnq1-Clusters (orangefarbene Rechtecke) weisen nur in der Plazenta eine
parentalspezifische Genexpression auf, die unabhängig von DNA-Methylierung ist (leicht
verändert nach Umlauf et al., 2004).
Innerhalb des Kcnq1-Clusters koexistieren somit zwei Klassen von Genen, die sich in
Bezug auf die Regulation ihrer genomisch geprägten Expression unterscheiden: Gene des
inneren Clusters werden sowohl in der Plazenta als auch im Embryo monoallelisch
exprimiert, und ihre genomisch geprägte Expression ist von DNA-Methylierung
abhängig. Die Gene des äußeren Clusters dagegen werden auf dem paternalen
Chromosom durch einen Mechanismus reprimiert, der eine repressive Chromatinstruktur
etabliert und der von DNA-Methylierung unabhängig ist (Lewis et al., 2004a, Umlauf et
al., 2004).
Es ist vorgeschlagen worden, dass die Transkription von Kcnq1ot1 zu einer Rekrutierung
von Silencing-Faktoren in Assoziation mit Histon-Deacetylasen und Histon-
Methyltransferasen führt, welche die Chromatinstruktur in einen inaktiven,
heterochromatin-ähnlichen Zustand überführen, der dann als Ziel für DNA-Methylierung
fungiert (Thakur et al., 2004). Eine enge Korrelation zwischen DNA-Methylierung und
repressiven Histonmodifikationen ist auch am Promotor des paternalen, reprimierten
Igf2r-Allels beobachtet worden (Fournier et al., 2002). Auch in dieser Hinsicht gleichen
sich demnach die Igf2r- und Kcnq1-Imprinting-Cluster.
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3.3.5 Ein Modell für RNA-vermitteltes Gensilencing im H19-Locus
Schätzungsweise 15 Prozent aller bekannten Imprinting-Cluster sind mit regulatorischen,
nichtkodierenden RNAs assoziiert (Reik und Walter, 2001a). Die Rolle der
nichtkodierenden Transkripte in der Regulation der Genexpression genomisch geprägter
Gene ist an wenigen Loci bekannt (Lee, 2000, Sleutels et al., 2002, Lewis et al., 2004a).
In der überwiegenden Mehrheit der Fälle allerdings ist die Funktion der RNAs in
Imprinting-Clustern völlig unklar (Moore et al., 1997, Rougeulle et al., 1998, Lee et al.,
2000, Wroe et al., 2000). Auch innerhalb der Imprinting-Kontrollregion und des
Silencerelements des Igf2/H19-Clusters sind Transkripte detektiert worden (Schmidt et
al., 1999, Drewell et al., 2002). Allerdings sind in Bezug auf RNAs aus der 4-Kilobasen-
Region stromaufwärts von H19 keinerlei experimentelle Daten veröffentlicht worden,
und ihre Rolle in der Regulation der Genexpression des Igf2/H19-Clusters ist nicht
bekannt.
Im Rahmen dieser Arbeit gewonnene Ergebnisse deuten darauf hin, dass die Aktivität
des H19-Silencing-Elements an einem transgenen Locus in Drosophila durch RNA
reguliert wird. Im Folgenden wird daher ein Modell postuliert, dass die mögliche Rolle
von Transkripten in der Regulation der monoallelischen Genexpression des Igf2/H19-
Imprining-Clusters diskutiert. Grundlage des Modells ist die Hypothese, dass RNAs aus
der H19-Silencer-Region Gensilencing durch die Bildung einer repressiven
Chromatinstruktur vermitteln, die funktionelle Gemeinsamkeiten zu heterochromatischen
Strukturen besitzt. Diese Annahme wird durch Experimente gestützt, welche den
Einfluss von genetischen Mutationen auf die Expression eines mini-white Reportergens
untersuchen, das in Drosophila durch den H19-Silencer kontrolliert wird. Die drei
genetischen Mutationen, die in der stärksten Derepression des Reportergens resultieren,
betreffen Gene, die mit der Etablierung heterochromatin-ähnlicher Chromatinzustände in
Zusammenhang gebracht worden sind: su(Hw) (Gerasimova et al., 1995), piwi (Pal-
Bhadra et al., 2004), und Su(var)3-9 (Schotta et al., 2002). Wie in den vorangegangenen
Kapiteln beschrieben worden ist, steuern regulatorische RNAs in Prozessen wie der X-
Inaktivierung und der genomischen Prägung die Inhibition der Genexpression durch die
Bildung einer repressiven Chromatinstruktur und die Etablierung von DNA-
Methylierung.
Das in Abbildung 33 skizzierte Modell geht davon aus, dass die H19-Silencer-RNAs in
einem frühen Stadium der Gametogenese nur in der männlichen Keimbahn exprimiert
werden. Zu diesem Zeitpunkt der Entwicklung werden die genomischen Imprints
etabliert. CTCF ist in einem frühen Stadium der Keimbahnentwicklung nur in weiblichen
Keimzellen vorhanden (Loukinov et al., 2002, Fedoriw et al., 2004).
Im Verlauf der Spermatogenese vermitteln die H19-Silencer-RNAs die Etablierung einer
repressiven Chromatinstruktur und die DNA-Methylierung (in Abbildung 33
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symbolisiert „M“ der Einfachheit halber sowohl Histon-Methylierung als auch DNA-
Methylierung) an Sequenzen der Imprinting-Kontrollregion und des Silencers. Dagegen
inhibiert CTCF in Oozyten die Bildung eines repressiven Chromatinzustands in dieser
Region (Fedoriw et al., 2004).
   
Abbildung 33: Ein Modell für RNA-vermitteltes Gensilencing am Igf2/H19 Locus.
In der Spermatogenese vermitteln RNAs aus der H19-Silencer-Region (rote Pfeile) die
Etablierung einer repressiven Struktur (M für Histon- und DNA-Methylierung). In der
weiblichen Keimbahn wirkt CTCF der Bildung einer repressiven Chromatinstruktur entgegen. In
der Zygote und im Embryo kommt es zu einem Antagonismus zwischen DNA-Methylierung und
CTCF-Bindung: CTCF inhibiert DNA-Methylierung, und umgekehrt verhindert DNA-
Methylierung die Bindung von CTCF. Die Silhouette des Embryos ist übernommen aus: Walter
und Reik, 2001a.
Es ist experimentell gezeigt worden, dass die H19-Imprinting-Kontrollregion auf dem
maternalen Chromosom in Abwesenheit von CTCF methyliert wird. Daraus ist gefolgert
worden, dass die H19-Imprinting-Kontrollregion in den Keimzellen beider Geschlechter
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von der DNA-Methylierungsmaschinerie erkannt wird, und dass es die Funktion von
CTCF in der weiblichen Keimbahn ist, die de novo DNA-Methylierung der H19-
Imprinting-Kontrollregion zu verhindern (Fedoriw et al., 2004). Aus diesem Grund
schlägt das hier vorgestellte Modell vor, dass Transkripte der H19-Silencer Region in
einem späten Zeitpunkt der Oogenese gebildet werden. Die in der Gametogenese
etablierten Imprints bleiben in der Zygote und im Embryo erhalten, wo sie schließlich in
differentielle Genexpression übersetzt werden.
Im Mausembryo werden RNAs der H19-Silencer-Region auf beiden Chromosomen
transkribiert, wie in dieser Arbeit gezeigt worden ist. Dieser Befund könnte den
Antagonismus zwischen CTCF-Bindung und DNA-Methylierung erklären, der an den 5’-
regulatorischen Sequenzen von H19 beobachtet worden ist (Schoenherr et al., 2003,
Engel et al., 2004, Fedoriw et al., 2004). In Abwesenheit von CTCF oder durch
Punktmutation der CTCF-Bindestellen in der H19-Imprinting-Kontollregion kommt es
auf dem maternalen Chromosom zur DNA-Methylierung (Schoenherr et al., 2003,
Fedoriw et al., 2004). Als Konsequenz wird das maternale Allel von Igf2 exprimiert,
während gleichzeitig die Expression von H19 zurückgeht (Schoenherr et al., 2003).
Umgekehrt verhindert DNA-Methylierung auf dem paternalen Chromosom die Bindung
von CTCF (Engel et al., 2004). Diese Befunde lassen den Schluss zu, dass die H19-
Imprinting-Kontrollregion die intrinsische Eigenschaft besitzt, von der zellulären
Maschinerie erkannt und modifiziert zu werden, die DNA- und Histon-Methylierung
vermittelt. Die Assoziation von CTCF mit dem maternalen Chromosom erfüllt damit
eine Doppelfunktion: die Etablierung eines Chromatin-Insulators (Bell und Felsenfeld,
2000, Hark et al., 2000), und die Inhibition eines DNA- und Histon-
Methylierungsmusters, wie es für das paternale Chromosom charakteristisch ist.
Viele Aspekte der Regulation der Genexpression im Igf2/H19-Imprinting-Cluster sind
noch ungeklärt, und einige der Annahmen, die das in Abbildung 33 beschriebene Modell
macht, basieren nicht auf experimentell gewonnenen Daten aus dem H19-Locus, sondern
auf Parallelen zu Mechanismen der monoallelischen Genexpression in anderen
Imprinting-Clustern. Aus diesen Gründen ist das hier vorgestellte Modell spekulativ.
Fragestellungen, die sich unmittelbar aus dem Modell ergeben, müssen durch
weiterführende Experimente geklärt werden.
Eine Serie von Experimenten müsste eine detailliertere Charakterisierung der Transkripte
des H19-Silencers zum Ziel haben. Die genaue Bestimmung der Promotoren der
nichtkodierenden RNAs würde die Deletion der Promotoren erlauben und damit die
Analyse der Auswirkungen der Deletion auf die Expression von H19 ermöglichen.
Zudem ist die zelluläre Lokalisierung der H19-Silencer-RNAs nicht analysiert worden.
Eine zentrale Aussage des in Abbildung 33 beschriebenen Modells ist, dass die
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Transkripte der H19-Silencer-Region in einem frühen Stadium der Gametogenese nur in
der männlichen Keimbahn exprimiert werden. Die Erstellung eines detaillierten
Expressionsprofils der H19-Silencer-RNAs während der Mausentwicklung sollte helfen,
diese Frage zu klären.
Ein weiterer ungeklärter Aspekt betrifft die Relevanz der Orientierung der Transkripte.
Bidirektionale Transkripte aus der H19-Silencer-Region können in Drosophila und in
Mausembryonen detektiert werden. In den Imprinting-Clustern Igf2r und Kcnq1
vermitteln jeweils antisense-RNAs transkriptionelle Repression (Sleutels et al., 2002,
Lewis et al., 2004a), während in der X-Chromosom-Inaktivierung Xist und die antisense-
RNA Tsix gegensätzliche Funktionen erfüllen (Lee et al., 1999, Lee 2000). Innerhalb der
differentiell methylierten Region stromaufwärts von Igf2 treten sense- und antisense-
Transkripte auf, deren Funktion allerdings nicht bekannt ist (Moore et al., 1997). Der in
dieser Arbeit vorgestellte RNAi-Ansatz zur Reduzierung der Menge an H19-Silencer-
RNA führt zur Degradation von RNAs beider Orientierungen (Elbashir et al., 2001). Um
zu analysieren, ob beide Stränge der RNAs in der H19-Silencer-Region Gensilencing
vermitteln, sind experimentelle Strategien nötig, die einen selektiven Abbau des sense-
oder des antisense-Stranges erlauben. Dieses Ziel kann durch sorgfältige Auswahl von
siRNAs erreicht werden (Schwarz et al., 2003). Eine Alternative stellt die Expression
von Ribozymen dar. Ribozyme sind katalytische RNA-Moleküle, die sequenzspezifisch
RNAs spalten (Doudna und Cech, 2002). Ribozyme sind in Drosophila (Zhao und Pick,
1993) und Mauszellen (Kuwabara et al., 2004) erfolgreich exprimiert worden, um die
Funktion von spezifischen RNAs zu inhibieren.
Drosophila könnte als wertvolles Modellsystem zur Überprüfung des Modells fungieren.
So impliziert das Modell, dass die transgene Expression von CTCF in Drosophila zur
Derepression des mini-white Reportergens führen sollte, dessen Aktivität durch den H19-
Silencer kontrolliert wird.
Es ist gezeigt worden, dass Histonmodifikationen, die einen aktiven Chromatinzustand
charakterisieren (Acetylierung von Histon H4), mit dem exprimierten Allel von H19
assoziiert sind (Grandjean et al., 2001). Die Rolle von repressiven Histonmodifikationen
in der regulatorischen Region von H19 ist bisher nicht detailliert untersucht worden.
Allerdings lässt die enge Korrelation von repressiven Histonmodifikationen mit
transkriptionell inaktiven Allelen an allen bisher analysierten genomisch geprägten Loci
(Hu et al., 2000, Gregory et al., 2001, Fournier et al., 2002) darauf schließen, dass ein
ähnlicher Zusammenhang auch an Sequenzen der H19-Imprinting-Kontrollregion und
des H19-Silencers besteht. Die Analyse des Musters an Histonmodifikationen an einer
definierten DNA-Sequenz ist durch die Technik der Chromatin-Immunopräzipitation
(ChIP) möglich (Orlando und Paro, 1993). Dabei werden Antikörper eingesetzt, die
spezifische Histonmodifikationen erkennen. In dieser Arbeit sind transgene Fliegen
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etabliert worden, in denen die Repression des mini-white Reportergens durch die
Expression eines RNAi-Konstrukts, das gegen Sequenzen des H19-Silencer gerichtet ist,
aufgehoben wird. Damit eröffnet sich die Möglichkeit, das Muster an
Histonmodifikationen an einem transgenen chromosomalen Locus zu analysieren, an
dem der H19-Silencer transkriptionelle Repression vermittelt. Die Expression des RNAi-
Konstrukts dagegen führt an dem gleichen Locus zum Verlust der transkriptionellen
Repression durch den H19-Silencer. Somit könnten ChIP-Experimente Aufschluss über
die Histonmodifikationen geben, die mit einem inaktiven beziehungsweise aktiven
Zustand der Genexpression eines durch den H19-Silencer kontrollierten Reportergens an
einem transgenen Drosophila-Locus korrelieren.
Es ist postuliert worden, dass der ursprüngliche Mechanismus der genomischen Prägung
in der Plazenta auf Histon-Modifikationen basierte. Als sich die monoallelische
Expression einiger Gene im Laufe der Evolution als vorteilhaft für den Embryo erwiesen
hat, wurde die Stabilität der epigenetischen Markierung durch DNA-Methylierung erhöht
(Lewis et al., 2004a). Diese Hypothese könnte erklären, warum die Aktivität des H19-
Silencers nur partiell von DNA-Methylierung abhängig ist: die Deletion des H19-
Silencers an dem endogenen Maus-Locus führt zu einem partiellen Verlust der
Repression des paternalen H19-Allels, ohne dass das DNA-Methylierungsmuster
stromaufwärts und stromabwärts der Deletion beeinflusst wird (Drewell et al., 2000). Da
Drosophila keine detektierbare CpG-Methylierung besitzt, könnte die Aktivität des H19-
Silencers in Drosophila die entwicklungsgeschichtlich ältere, auf Chromatin-
Modifikationen basierende Form des Gensilencings widerspiegeln (Lyko et al., 1997).
Es ist nicht bekannt, wie DNA-Methylierung und repressive Chromatinmodifikationen
gezielt zu Sequenzen der H19-Imprinting-Kontrollregion und des H19-Silencers
gesteuert werden (Bowman et al., 2003, Szabo et al., 2004, Lewis et al., 2004b). Die in
dieser Arbeit präsentierten Ergebnisse zeigen, dass RNAs aus der H19-Silencer-Region
an einem transgenen Locus in Drosophila transkriptionelle Repression vermitteln. Dieser
Befund eröffnet die Möglichkeit, dass RNAs aus der H19-Silencer-Region auch an dem
endogenen Locus in der Maus die Repression des paternalen H19-Allels durch die
Etablierung einer repressiven Chromatinstruktur und eines DNA-Methylierungsmusters
steuern. Die Regulation der Genexpression am H19-Locus könnte somit auf einem
komplexen Zusammenwirken epigenetischer Mechanismen beruhen, zu denen






P(hzh) Plasmid zur Transformation in Drosophila. Der Vektor
enthält 3.8 Kilobasen der 5’-regulatorischen Region von
H19, welche die Expression der beiden Reportergene mini-
white und lacZ kontrollieren (Lyko et al., 1997).
P(hzh)Δ256 Plasmid zur Transformation in Drosophila. Der Vektor ist
eine modifizierte Form von P(hzh), in der 256 Basenpaare
innerhalb des H19-Silencers deletiert wurden (-2257 bis -
2001 relativ zum Transkriptionssart von H19) (diese
Arbeit).
P(hzh)Δ72 Plasmid zur Transformation in Drosophila. Der Vektor ist
eine modifizierte Form von P(hzh), in der 72 Basenpaare
innerhalb des H19-Silencers deletiert wurden (-2257 bis -
2185 relativ zum Transkriptionssart von H19) (diese
Arbeit).
pUZ Plasmid zur Transformation in Drosophila. Der Vektor
besitzt einen NotI/SpeI-Polylinker stromaufwärts einer
UAS-Enhancer Sequenz und den beiden Reportergenen
lacZ und mini-white (Frank Lyo, Dissertation Universität
Heidelberg, 1998).
pUZ-H19 Plasmid zur Transformation in Drosophila. Das Konstrukt
enthält 3767 Basenpaare der 5’-regulatorischen Region von
H19 in pUZ (diese Arbeit).
pBLCAT3 Der Vektor enthält ein etwa 1200 Basenpaare langes
regulatorisches Element aus der genomisch geprägten
SNRPN-Region (Shemer et al., 2000), das alle für die
genomisch geprägte Expression von SNRPN notwendigen
Sequenzen besitzt (erhalten von Ruth Shemer, Jerusalem).
pUZ-SNRPN Plasmid zur Transformation in Drosophila. Das Konstrukt
enthält etwa 1200 Basenpaare der regulatorischen Region
von SNRPN in pUZ (diese Arbeit).
pR-TK-CAT Der Vektor enthält ein 2.2 Kilobasen Fragment der
regulatorischen DMR1-Region von Igf2 aus der Maus
(Eden et al., 2001, erhalten von Annabelle Lewis,
Cambridge)
pUZ-Igf2 Plasmid zur Transformation in Drosophila. Das Konstrukt
enthält 978 Basenpaare der regulatorischen Region DMR1
stromaufwärts von Igf2 in pUZ (diese Arbeit).
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pSV-paX1 Der Vektor basiert auf pBlueskript und besitzt zwei loxP-
Stellen und ein lacZ-Reportergen (Buchholz et al., 1996).
Die 1.1 kb Sequenz zwischen den beiden loxP-Stellen kann
durch HindIII-BamHI-Verdau entfernt werden (erhalten
von Leonie Ringrose, Paro Labor)
P(hzh)-UAS Dieser Vektor basiert auf P(hzh). Stromaufwärts der H19-
Silencer-Region sind eine UAS-Sequenz und ein Hsp70-
Promotor aus pUAST eingefügt worden (diese Arbeit).
pSL3xP3-EGFP Der Vektor enthält den artifiziellen 3xP3-Promotor, der die
Expression des EGFP-Gens steuert. Stromabwärts von
EGFP befindet sich eine SV40-Polyadenylierungssequenz
(erhalten von Ernst Wimmer, Bayreuth).
pBD940 Der Vektor basiert auf einem pCarnegie20.1-Vektor. Er
enthält vier Kopien des e y e l e s s-spezifischen
Enhancer/Promotor-Elements (Newsome et al., 2000), das
die Expression von GAL4 steuert (erhalten von Barry
Dickson, Wien).
P(eyGAL4 EGFP) Plasmid zur Transformation in Drosophila. Der Vektor
basiert auf einem pCarnegie20.1-Vektor. Er enthält vier
Kopien des eyeless-spezifischen Enhancer/Promotor-
Elements, das die Expression von GAL4 steuert (Newsome
et al., 2000). Der Transformationsmarker ist EGFP, das
unter der Kontrolle des 3xP3-Promotors steht (diese
Arbeit).
pUASTyellow Plasmid zur Transformation in Drosophila. Dieser Vektor
ist eine modifizierte Form des pUAST-Vektors (Brand und
Perrimon, 1993), in dem der Transformationsmarker mini-
white durch den Transformationsmarker yellow ersetzt
wurde (Perrin et al., 2003). Der Vektor besitzt eine UAS-
Sequenz und einen minimalen H s p 7 0-Promotor
stromaufwärts der multiplen Klonierungsstelle und dient
der GAL4-abhängigen Expression von Transgenen in
Drosophila. Stromabwärts der multiplen Klonierungsstelle
befindet sich eine SV40-Polyadenylierungssequenz
(erhalten von Laurent Perrin, Montpellier).
pGEXp19wt Expressionsplasmid zur Expression eines Fusionsproteins
aus Glutathion-S-Transferase (GST) und der Wildtyp-Form
von p19 (erhalten von Jozsef Burgyan, Gödöllo, Ungarn).
pGEXp19W39/42R Expressionsplasmid zur Expression eines Fusionsproteins
aus Glutathion-S-Transferase (GST) und einer mutierten
Form von p19, in der die beiden Nukleotide in den
Positionen 115 und 124 Cytosin-Basen sind (erhalten von
Jozsef Burgyan, Gödöllo, Ungarn).
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pUASTyellowp19wt Plasmid zur Transformation in Drosophila. Die kodierende
Sequenz der Wildtyp-Form von p19 ist stromabwärts der
UAS-Sequenz von pUASTyellow kloniert (diese Arbeit).
pUASTyellowp19mutant Plasmid zur Transformation in Drosophila. Die kodierende
Sequenz der mutierten Form von p19 (die Nukleotide in
den Positionen 115 und 124 sind Cytosin-Basen) ist
stromabwärts der UAS-Sequenz von pUASTyellow kloniert
(diese Arbeit).
pWIZ Plasmid zur Transformation in Drosophila. Der pWIZ
(white intron zipper) Vektor dient der Expression von
transgenen RNAi-Konstrukten in Drosophila (Lee und
Carthew, 2003). Er besitzt eine UAS-Sequenz und einen
minimalen Hsp70-Promotor zur GAL4-abhängigen
Expression von Transgenen. Stromabwärts der UAS-
Sequenz befindet sich eine erste multiple Klonierungsstelle,
der sich ein 74 Basenpaar-Intron aus dem white-Gen
anschließt. Stromabwärts des Introns befinden sich eine
weitere multiple Klonierungsstelle und eine SV40-
Polyadenylierungssequenz (erhalten von Gunter Merdes,
Paro Labor).
pWIZ-H19SilIR Plasmid zur Transformation in Drosophila. Der Vektor
entält ein 430 Basenpaar-Fragment aus der H19-Silencer-
Region, das in entgegengesetzter Orientierung
stromaufwärts und stromabwärts des Introns von pWIZ
kloniert worden ist (diese Arbeit).
pUASTyellowH19silIR Plasmid zur Transformation in Drosophila. Stromabwärts
der UAS-Sequenz und des Hsp70-Promotors besitzt dieser
Vektor eine Kassette aus pWIZ-H19SilIR, die aus dem 430
Basenpaar Fragment des H19-Silencers, der Intronsequenz
und dem 430 Basenpaar-Fragement des H19-Silencers in
entgegengesetzter Orientierung besteht (diese Arbeit).
pSLfaCAT enthält das Chlorampenicol-Resistenz-Gen CAT
stromaufwärts von den Schnittstellen für FseI und AscI
(erhalten von Alexander Löwer, Paro Labor)
p(w+f asH) Der Vektor besitzt Su(Hw)-Bindestellen aus dem forked-
Locus (Lankenau et al., 2000) (erhalten von Dirk-Henner
Lankenau, Heidelberg).
Yep24-BaBx Plasmid zur Transformation in S. cerevisiae (Kim et al.,
1993). Der Vektor enthält acht direkte Wiederholungen des
BaBx-Fragments aus dem gypsy-Element (erhalten von
Dale Dorsett, New York)
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pSJ-su(Hw) Plasmid zur Transformation in S. cerevisiae (Kim et al.,
1993). Die cDNA von s u (H w )  in voller Länge ist
stromabwärts des GAL10-Promotors kloniert, so dass die
Transkription der cDNA durch Galaktose induziert wird
(erhalten von Dale Dorsett, New York)
pUChsΔ2-3 Helfervektor zur P-Element Transformation, kodiert für P-
Transposase (erhalten von Gunter Merdes, Paro Labor)
4.2 Fliegenstämme
4.2.1 Fliegenstämme mit genetisch kartierten Mutationen
Bezeichnung Gen Herkunft
w1;aubΔP-3a/CyO aubergine J. Birchler
w1;aubQC42cn bw/CyO aubergine J. Birchler
brm2 trxE2 ca1/TM6B Sb1 e1 Tb1 ca1 Brahma, Trithorax Paro Labor
yw eyFlp;FRT82B dcr-1Q1147X/TM3 Dicer-1 R. Carthew
yw eyFlp;FRT42D dcr-2L811fsX Dicer-2 R. Carthew
esc2 CyO/Dp GYL (esc+) Esc Paro Labor
FRT2A E(z)731/ TM6C, cu Sb e Tb ca E(z) J. Müller
FRT2A E(z)2434/ TM6C, cu Sb e Tb ca E(z) J. Müller
e2F164 E2F P. Spierer
cv-c hlsE1 sbd/TM3,ryRK Sb eS homeless J. Birchler
ru st hlsE616 e ca /TM3, Sb eS homeless J. Birchler
w*;Hsp83e6A/TM6B, Tb1 Hsp 83 BL 5695
w*;Hsp83e6D/TM6B, Tb1 Hsp 83 BL 5696
mor1/TM6B Tb1 moira BL 3615
y2 sc w67 ct6 f1;mod(mdg4)u1 Mod(mdg4) D. Lankenau
mus 209B1/CyO mus209 (PCNA) D. Henderson
orc2γ4e/TM6B Tb1 Orc2 M. Heck
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FRT82 osa308/TM6B osa J. Treisman
FRT82 osa616/TM6B osa J. Treisman
osa14060/TM3 Ser osa P. Heitzler
Pc1/TM3 Ser Pc Paro Labor
Pc3/TM3 Ser Sb Pc Paro labor
PcXT109 b pr cu sbd2/TM3 Ser Pc Paro Labor
w1;piwi1/CyO piwi J. Birchler
w1;piwi2/CyO piwi J. Birchler
rfc4a18/Tm6B Tb1 Rfc4 M. Heck
rpd31/TM3 Rpd3 V. Pirrotta
su(Hw)v/TM6 bx34e UbxP15 e su(Hw)f su(Hw) D. Lankenau
Su(var)2-101/Cy Roi Su(var)2-1 G. Reuter
wm4h;Su(var)2-201/Cy Roi Su(var)2-2 G. Reuter
wm4h;Su(var)2-401/Cy Roi Su(var)2-4 G. Reuter
wm4h;Su(var)2-504/Cy Roi Su(var)2-5 Paro Labor
Su(var)2-601/Cy Roi Su(var)2-6 G. Reuter
Su(var)2-701/Cy Roi Su(var)2-7 G. Reuter
Su(var)2-801/Cy Roi Su(var)2-8 G. Reuter
Su(var)2-1001/Cy Roi Su(var)2-10 G. Reuter
Su(var)2-1101/Cy Roi Su(var)2-11 G. Reuter
Su(var)2-1301/Cy Roi Su(var)2-13 G. Reuter
Su(var)2-1401/Cy Roi Su(var)2-14 G. Reuter
Su(var)2-1501/Cy Roi Su(var)2-15 G. Reuter
Su(var)3-201/TM3 Su(var)3-2 G. Reuter
wm4h;Su(var)3-302 e ro/TM3 Su(var)3-3 Paro Labor
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Su(var)3-601/TM3 Su(var)3-6 G. Reuter
Su(var)3-714/MKRS Su(var)3-7 P. Spierer
Su(var)3-917 Su(var)3-9 G. Reuter
Su(var)3-919 Su(var)3-9 G. Reuter
Su(var)3-1001/TM3 Su(var)3-10 G. Reuter
su(z) 25/CyO Su(z)2 Paro Labor
FRT2A Su(z)123/TM6C, cu Sb e Tb ca Su(z)12 J. Müller
taraR108/TM6B Tb1 taranis H. Bourbon
yw;trl62/TM3 Trithorax-like Paro Labor
yw;trx1 Trithorax Paro Labor
ttk2D-50/TM3 Tramtrack C. Klämbt
4.2.2 Etablierte Fliegenlinien
P(hzh)Δ72.7 2. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ72.38 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ72.41 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ72.102 2. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ72.103 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ72.105 2. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.2 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.4 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.6 2. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.9 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.52 2. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.58 X-Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.59 2. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.114 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.125 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)Δ256.131 3. Chromosom diese Arbeit
pUZ-H19.1 2. Chromosom diese Arbeit
pUZ-H19.2 3. Chromosom diese Arbeit
pUZ-H19.4 3. Chromosom diese Arbeit
pUZ-H19.5 2. Chromosom diese Arbeit
pUZ-H19.6 2. Chromosom diese Arbeit
pUZ-H19.7 3. Chromosom diese Arbeit
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pUZ-H19.9 2. Chromosom diese Arbeit
pUZ-Igf2.1 X-Chromosom diese Arbeit
pUZ-Igf2.2 3. Chromosom diese Arbeit
pUZ-Igf2.3 2. Chromosom diese Arbeit
pUZ-Igf2.4 2. Chromosom diese Arbeit
pUZ-Igf2.6 2. Chromosom diese Arbeit
pUZ-Igf2.10 3. Chromosom diese Arbeit
pUZ-SNRPN.1 3. Chromosom diese Arbeit
pUZ-SNRPN.3 2. Chromosom diese Arbeit
pUZ-SNRPN.4 X- Chromosom diese Arbeit
pUZ-SNRPN.5 3. Chromosom diese Arbeit
pUZ-SNRPN.6 X-Chromosom diese Arbeit
P(hzh)-UAS.1 2. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)-UAS.6 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)-UAS.8 3. Chromosom diese Arbeit
P(hzh)-UAS.9 3. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-H19SilIR1.1 3. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-H19SilIR1.3 3. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-H19SilIR1.7 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-H19SilIR1.10 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-H19SilIR1.59 3. Chromosom diese Arbeit
P(eyGAL4 EGFP)1 3. Chromosom diese Arbeit
P(eyGAL4 EGFP)4 2. Chromosom diese Arbeit
P(eyGAL4 EGFP)14 2. Chromosom diese Arbeit
P(eyGAL4 EGFP)47 2. Chromosom diese Arbeit
P(eyGAL4 EGFP)101 3. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19wt.2 3. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19wt.3 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19wt.5 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19wt.7 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19wt.10 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19wt.12 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19wt.13 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19wt.14 3. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19wt.16 3. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19mutant.1 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19mutant.2 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19mutant.4 3. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19mutant.6 X- Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19mutant.7 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19mutant.10 2. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19mutant.11 3. Chromosom diese Arbeit
pUASTyellow-p19mutant.15 3. Chromosom diese Arbeit
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pUASTyellow-p19mutant.19 3. Chromosom diese Arbeit
4.2.3 Sonstige Fliegenstämme
P(hzh)1 Transgene Linie, deren Transgen auf dem 2. Chromosom
3.8 Kilobasen der 5’-regulatorischen Region von H19
enthält, welche die Expression der beiden Reportergene
mini-white und lacZ kontrollieren (Dissertation Frank Lyko,
Universität Heidelberg, 1998)
P(hzh)2 Transgene Linie, deren Transgen auf dem 2. Chromosom
3.8 Kilobasen der 5’-regulatorischen Region von H19
enthält, welche die Expression der beiden Reportergene
mini-white und lacZ kontrollieren (Dissertation Frank Lyko,
Universität Heidelberg, 1998)
P(hzh)3 Transgene Linie, deren Transgen auf dem 3. Chromosom
3.8 Kilobasen der 5’-regulatorischen Region von H19
enthält, welche die Expression der beiden Reportergene
mini-white und lacZ kontrollieren (Dissertation Frank Lyko,
Universität Heidelberg, 1998)
P(hzh)Δ4 Transgene Linie, deren P(hzh)-Transgen auf dem 2.
Chromosom eine Deletion des Silencer-Elements besitzt
(Dissertation Frank Lyko, Universität Heidelberg, 1998)
P(UZP1)1 Transgene Linie mit einem pUZ-Konstrukt, das ein 3.2 kb-
Fragment (-2651 bis +538 in Bezug auf bp +1 von SNRPN
Exon 1) aus human SNRPN-Region auf dem 2. Chromosom
enthält (Dissertation Frank Lyko, Universität Heidelberg,
1998).
P(UZP1)2 Transgene Linie mit einem pUZ-Konstrukt, das ein 3.2 kb-
Fragment (-2651 bis +538 in Bezug auf Bp +1 von SNRPN
Exon 1) aus human SNRPN-Region auf dem 2. Chromosom
enthält (Dissertation Frank Lyko, Universität Heidelberg,
1998).
pUZ-Fab7 Transgene Linie, die ein 3.6 Kilobasen-Fragment aus der
Fab7-Region in pUZ enthält (FLW-1 in Cavalli und Paro,
1998).
P(GMR-GAL4w-) Transgene Linie exprimiert GAL4 unter der Kontrolle des
GMR-Promotors (Ahmad und Henikoff, 2001). Insertion
auf dem 2. Chromosom (erhalten von Steve Henikoff).
pWIZ-kuz RNAi-Konstrukt gegen Kuzbanian auf dem 2. Chromosom
(erhalten von Gunter Merdes, Paro Labor)
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UAS-KuzDN Dominant-negative Form von Kuzbanian unter UAS-
Kontrolle (Pan und Rubin, 1997, erhalten von Alexander
Löwer, Paro Labor).
w1118 Mutante mit weißem Augenphänotyp aufgrund einer
Deletion im white Gen (Stammsammlung Paro Labor).
yw Mutante mit weißem Augenphänotyp und gelblicher
Körperfärbung aufgrund von Deletionen in den Genen
white und yellow (Stammsammlung Paro Labor).
yw;Δ2-3 Sb/TM-Ubx Fliegenstamm, der die Transposase zur Mobilisierung von
P-Elementen exprimiert (Stammsammlung Paro Labor).
yw:EP(yellow) Cyo/Bc gl Transgene Fliegenlinie,  die ein mit  dem
Körperfarbenmarker yellow markiertes EP-Element auf
dem CyO-Chromosom besitzt. Diese Linie wurde erhalten
durch Mobilisierung des EP-Elements der Linie P[Mae-
UAS.6.11], welche die Insertion des EP-Elements auf dem
X-Chromosom besitzt (Crisp und Merriman (1997), Dros.
Inform. Serv. 80, 90-92). Die Mobilisierung des EP-
Elements wurde von Ulrich Schäfer durchgeführt (erhalten
von Ulrich Schäfer, Göttingen).
CyO/Sp;TM2/MKRS Fliegenlinie mit dominanten Markern auf beiden zweiten
und beiden dritten Chromosomen. Die mit Cy und TM2
markierten Chromosomen sind Balancer-Chromosomen.
Der genetische Hintergrund dieser Linie ist w1118.
w1118;CyO/Bc gl Fliegenlinie mit dominanten Markern auf beiden zweiten
Chromosomen. Das mit Cy markierte Chromosom ist ein
Balancer-Chromosom.
4.3 Bakterienstämme
Epicurian Coli® XL1-Blue E. coli K12-Stamm, der für die Vermehrung von Plasmiden
optimiert wurde. Hersteller: Stratagene. Genotyp: recA1
endA1 gyrA96 thi-1 hsdR17 supE44 relA1 lac [F‘ proAB
laclqZΔM15 TN10(Tetr)]
YZ2000 Zur Verbesserung der Klonierungseigenschaften wurden
Restriktions- und Modifikationssysteme sowie das endogen
Lac-Operon des Stamms JC8679 deletiert .
Freundlicherweise zur Verfügung gestellt von F. Stewart
(Technische Universität Dresden). Genotyp: sbcA, recBC,





Anti-Su(Hw) polyklonaler Ratte-Antikörper gegen Su(Hw) (Gerasimova
und Corces, 1998), erhalten von Dirk-Henner Lankenau,
Universität Heidelberg.
Anti-p19 Polyklonaler Kaninchen-Antikörper gegen p19 (Silhavy et
al., 2002), erhalten von Jozsef Burgyan, Gödöllo, Ungarn.
Anti-α-Tubulin Monoklonaler Maus-Antikörper gegen α-Tubulin, Sigma,
Bestellnummer: T-9026.
Anti-Digoxigenin-AP Sekundärer Antikörper gegen Digoxigenin, gekoppelt an
das Enzym Alkalische Phosphatase (Roche)
4.4.2 Sekundärantikörper
Anti-Rat-Cy3 Cy3-konjugierter anti-Ratte-Antikörper IgG (H+L) aus der
Ziege (Dianova Bestellnummer: 112-165-167)
Anti-Mouse Ig-HRP HRP-gekoppelter Antikörper aus dem Schaf (Amersham
Biosciences, Bestellnummer: NA931V)








ad 1 Liter H2O
LB-Agar LB-Medium
1,5% (w/v) Agar


















19,2g Nipagin in Ethanol (95%)
Propionsäure (Volumen abhängig vom pH: 16,8ml bei pH 5;






Ampicillin: 100 mg/ml in H2O


















4.5.4 DNA- und Protein-Größenmarker
1kb DNA-Leiter New England BioLabs, Frankfurt
100 Bp DNA-Leiter New England BioLabs, Frankfurt
MW Marker II/VI Roche Biochemicals, Mannheim
Prestained SDS-PAGE Standard Broad Range Marker, Biorad
4.5.5 Sonstige Lösungen





Phosphatpuffer 49,7 ml 1 M K2HPO4
50,3 ml 1M KH2PO4
ad 1 Liter H2O
dNTP‘s (Peqlab) 100 mM dATP Stocklösung
100 mM dGTP Stocklösung
100 mM dCTP Stocklösung
100 mM dTTP Stocklösung
4.6 Fliegenhaltung
Zur Zucht standen Inkubatoren (RuMed) mit 18°C, 21°C, 29°C und ein 25°C Klimaraum
zur Verfügung. Die Luftfeuchtigkeit betrug 65%. Die Haltung der Fliegen erfolgte in
folgenden Polystyrolröhrchen (Greiner, folgende Grössen: klein: 6,4x2,6cm, mittel:
8,3x3,6cm, groß: 10x5,3cm), die zu ca. 1/5 mit Futter gefüllt waren:
Flugkäfige bestanden aus großen mit Luftlöchern versehenen Zuchtröhrchen, die mit
Apfelsaft-Agarplatten (6cm Durchmesser) verschlossen waren.
4.7 Enzyme
Restriktionsenzyme New England BioLabs, Frankfurt
T4 DNA Ligase Roche Biochemicals, Mannheim
T4 DNA Polymerase Roche Biochemicals, Mannheim
CIP Calf Intestinal Phosphatase, NEB, Frankfurt
Expand High Fidelity Roche Biochemicals, Mannheim
PCR System
Taq Polymerase Roche Biochemicals, Mannheim





Kaltlichtleuchte Leica KL1500 LCD, Wetzlar
Mikroskope Olympus BX60
Leica DMRXA








Mikroloader Plastikspitzen Eppendorf, Hamburg
Mikroinjektor FemtoJet®, Eppendorf, Hamburg
Mikromanipulator Leitz, Wetzlar
Mikroskop Leitz Labovert, Wetzlar
4.8.3 Gelelektrophorese und Westerntransfer
Agarose-Gelelektrophoresekammer ZMBH Feinmechanikwerkstatt, Heidelberg
Spannungsquellen LKB/Bromena 2301, Schweden
Pharmacia EPS 500/400, USA
SDS-PAGE Hoefer Scientific Instruments TE series
Minigel-Kammer SE250/SE260, USA
Western Transferkammer Hoefer Scientific Instruments TE series
Transphor Electrophoresis unit, USA
4.8.4 Datenverarbeitung
Computer Apple G4




4.8.5 Sonstige Geräte und Materialien
Filterpapier Whatman, 3mm
Flugkäfige für Fliegen Feinmechanikwerkstatt des ZMBH
Deckgläser (20 x 20 mm) Menzel-Gläser
Deckgläser (40 x 18 mm) Menzel-Gläser
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Doppelseitiges Klebeband Scotch 665; 3M, USA
Einmal-Filterhalter (0,22 µm) Roth, Karlsruhe, Karlsruhe
Einmal-Filterhalter (0,45 µm) Schleicher & Schuell, Dassel
Gel Extraction Kit Qiagen, Hilden
Highspeed Plasmid Midi Kit Qiagen, Hilden
Horizontalschüttler Typ 3006 GFL – Gesellschaft für Labortechnik
Magnetrührer Ikamag
Mikropistill Eppendorf, Hamburg
Mikrowellengerät Panasonic Dimension 4
Nitrocellulosefilter (0,45 µm) Schleicher & Schuell, Dassel
Objektträger (76 x 26 mm) Menzel-Gläser
PCR-Maschine Robocycler 96 Gradient, Stratagene
Petrischalen Greiner, Frickenhausen
pH-Meter inoLab
Qiaquick PCR Purification Kit Qiagen, Hilden
Qiaquick Gel Extraction Kit Qiagen, Hilden
Thermomixer Eppendorf, Hamburg
Tischzentrifuge Eppendorf Centrifuge 5417C
Pinzetten (Stärke 5) A. Dumont & Fils, Schweiz
SFCA Filtereinheit (0,2 µm) Nalgene, USA
Spectrophotometer Bio-Rad SmartSpec™ 3000
Speed Vac Concentrator Bachhofer Laboratoriumsgeräte
Thermoblock Eppendorf Thermomixer 5436
Tischzentrifuge Heraeus Biofuge pico
Überkopfschüttler Heidolph
Ultrazentrifuge Beckman L8-70M Ultracentrifuge
Vortex Genie Bender & Hobein AG












EGTA E. A. Thomas
Ethanol AppliChem, Darmstadt
Formamid AppliChem, Darmstadt



























Triton X-100 Merck, Darmstadt
Trizol® Reagent Invitrogen
Tween-20 Sigma, Deisenhofen
Voltalef-10S Öl elf aquitaine, Frankreich
X-Gal AppliGene,USA
4.10 Zutaten für Medien
Bacto-Agar Difco, Michigan, USA
Fadenagar Serva, Heidelberg
Maismehl Neuform International
Malzextrakt Ulmer Spatz Diamalt
Rübensirup Grafschafter Krautfabrik, Mechenheim
Sojamehl Henselwerk, Magstadt





5.1.1 Agarose-Gelelektrophorese zur Auftrennung von DNA
Die Auftrennung von DNA-Fragmenten nach ihrer Länge erfolgte durch Agarose-
Gelelektrophorese. Hierbei wurden Gele verwendet, deren Konzentration je nach
erwarteter Länge der aufzutrennenden DNA von 1-2% Agarose variierte. Nach
Aufkochen der entsprechenden Menge Agarose in 1xTAE-Puffer wurde der Lösung
Ethidiumbromid mit einer Endkonzentration von 0,01% (v/v) zugefügt, um die
aufgetrennte DNA im Agarosegel sichtbar zu machen.
Die zu analysierenden DNA-Proben wurden vor Auftragen auf das Agarosegel mit einem
fünftel Volumen 6x Ladepuffer versetzt. Die Elektrophorese selbst erfolgte in Mini-
(7x9cm2) oder Midi- (13x14cm2) Gelen bei 80V bzw. 140V und 4°C. Die Bestimmung
der Größe von DNA-Fragmenten erfolgte durch den Vergleich der Positionen der DNA-
Banden im Gel mit verschiedenen DNA-Längenmarkern.
1xTAE-Puffer: 40mM Tris-Acetat
1mM EDTA
6x Ladepuffer: 0,125% (w/v) Bromphenolblau
0,125% (w/v) Xylencyanol
0,1M EDTA
15% (w/v) Ficoll 400
5.1.2 Phenol-Chloroform-Extraktion von DNA
Zur Aufreinigung von DNA aus proteinhaltigen Lösungen wurden diese zunächst mit
einem äquivalenten Volumen Phenol versetzt und kurz durch Vortexen gemischt. Im
Anschluss erfolgte eine Zentrifugation für 5min bei maximaler Geschwindigkeit und
Raumtemperatur. Die obere, wässrige Phase wurde in ein neues Eppendorfgefäß
überführt und nun mit einem gleichen Volumen Chloroform versetzt und nach dem
Mischen durch Vortexen erneut wie zuvor zentrifugiert. Die Behandlung der Lösung mit
Chloroform wurde ein weiteres Mal durchgeführt, um eventuelle Phenolreste zu
entfernen. Die in der wässrigen Phase vorhandene DNA wurde im Anschluss durch
Ethanolpräzipitation gefällt (siehe unten).
5.1.3 Fällung von DNA
Die Fällung der DNA aus einer Lösung erfolgte nach Zugabe von Ammoniumacetat (pH
5,2) mit einer Endkonzentration von 0,3M und des 2,5fachen Volumens eiskalten
100%igem Ethanols für 30min bei -20°C. Das Präzipitat wurde durch 15 minütige
Zentrifugation bei 13000Upm und 4°C pelletiert. Der Überstand wurde verworfen und
das Pellet mit 70% Ethanol gewaschen. Nach weiteren 10min Zentrifugation bei
13000Upm und 4°C wurde der Überstand verworfen. Die verbliebene DNA wurde nach




Die Aufreinigung von DNA aus PCR-Reaktionen oder Restriktionsverdaus wurde mit
Hilfe des QIAquick PCR Purification Kits durchgeführt, die Isolation von DNA aus
präparativen Agarosegelen mit Hilfe des QIAquick Gel Extraction Kits der Firma
Qiagen. Nach Waschen der Säule wird die gebundene DNA durch ein entsprechendes
Volumen H2O eluiert.
5.1.5 Restriktionsverdau
Der Verdau von DNA durch Restriktionsenzyme wurde zum einen analytisch eingesetzt,
z.B. zur Verifizierung von Klonierungsprodukten, zum anderen präparativ, um
bestimmte DNA-Fragmente mit definierten Enden zu erhalten, die im Anschluss für
Ligationen (siehe unten) verwendet wurden. Zur Analyse wurden 100-500ng DNA
eingesetzt, für einen präparativen Restriktionsverdau 5-10µg. Die Menge an
eingesetztem Restriktionsenzym wurde dementsprechend nach Bedarf variiert. Die
Reaktionen erfolgten in einem Endvolumen von 20µl für analytische und 50-100µl für
präparative Ansätze in den für die jeweils eingesetzten Enzyme optimierten
Reaktionspuffern, die vom Hersteller mitgeliefert werden. Die Reaktionsansätze wurden
bei 37°C je nach Bedarf für 1-3h inkubiert. Die Reaktionsprodukte wurden durch
Agarose-Gelelektrophorese aufgetrennt und bei Bedarf die gewünschten Fragmente
durch anschließende Gelextraktion isoliert.
5.1.6 Plasmid-Isolierung durch Miniprep
Um Plasmid-DNA aus Bakterien aufzureinigen, wurden jeweils 3ml selektiven LB-
Mediums mit einer Bakterienkolonie angeimpft und über Nacht bei 37°C inkubiert, um
die Zellen und somit die DNA zu amplifizieren. Am nächsten Tag wurden 2ml der
Bakterienkultur in ein Eppendorfgefäß überführt und 3min bei 5000 Upm zentrifugiert.
Der Überstand wurde verworfen, und die Bakterien im Pellet wurden zunächst durch die
Zugabe von 300µl Puffer P1 (50mM Tris/Cl pH 8, 10mM EDTA, 100µg/ml RNase A,
Firma Qiagen, Hilden) resuspendiert. Es folgte die alkalische Lyse der Bakterien durch
die Zugabe eines gleichen Volumens Puffer P2 (200mM NaOH, 1% SDS, Firma Qiagen,
Hilden) und eine 5minütige Inkubation bei Raumtemperatur. Im Anschluss wurden 300µl
eiskalten Neutralisationspuffers P3 (3M Kaliumacetat pH 5.5, Firma Qiagen, Hilden)
zum Lysat dazugegeben, das danach 10min auf Eis gelassen wurde. Durch diesen Schritt
wurden denaturierte Proteine und genomische Bakterien-DNA gefällt, während die
Plasmid-DNA in Lösung blieb. Es folgte eine Zentrifugation für 10min bei 4°C, nach der
800µl des Überstandes in ein neues 1,5ml Eppendorfgefäß überführt wurden. Die
anschließende Fällung der DNA wurde wie oben beschrieben durchgeführt.
5.1.7 Plasmid-Isolation durch Midiprep
Die Isolation größerer Mengen von Plasmid-DNA wurde mit Hilfe des Qiaquick
Highspeed Midi Kits (Qiagen) durchgeführt. Hierzu wurden 50-150ml Übernacht-
Kulturen von entsprechend transformierten Bakterien in selektivem LB-Medium gemäß
des Protokolls zunächst alkalisch lysiert und anschließend die Proteine und genomische
Bakterien-DNA gefällt. Mit Hilfe des Kits wurde die Plasmid-DNA durch
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Anionenaustausch-Chromatographie und anschließende Isopropanol-Fällung durch einen
Konzentrator isoliert.
5.1.8 Polymerase-Kettenreaktion (PCR)
Durch die Polymerasenkettenreaktion können spezifische DNA Fragmente amplifiziert
werden. Für PCR-Amplifikationen, bei denen kleine Abweichungen der DNA Sequenz
tolerierbar waren, wurde die Taq (Thermus aquaticus) DNA Polymerase eingesetzt, die
keine Proofreading-Aktivität besitzt, während für die Amplifikation von Fragmenten, die
im Anschluss für Klonierungen verwendet wurden, ein Gemisch von DNA Polymerasen
mit Korrekturaktivität eingesetzt wurden (Expand High Fidelity (Roche)).
Standard-PCR-Reaktionen wurden wie folgt angesetzt:
5-20ng Plasmid-DNA bzw. 100ng genomische DNA als Matrize
5µl 10x Reaktionspuffer (Enzym-spezifisch)
0,5µl dNTPs (je 25mM)
0,5µl 5’ Primer (100pmol/µl)
0,5µl 3’ Primer (100pmol/µl)
1U Polymerase
ad 50µl H2O
Die Amplifikation der DNA erfolgte unter folgenden Standard-Reaktionsbedingungen,
die je nach Länge des zu amplifizierenden Fragments und der Menge an benötigtem
Produkt variiert wurden:
3 Minuten bei 95°C 1 Zyklus
30 Sekunden bei 95°C
30 Sekunden bei 55°C bis 61°C 25 bis 35 Zyklen
30 Sekunden bis 4 Minuten bei 72°C
5 bis 15 Minuten bei 72°C 1 Zyklus
Die Analyse der Reaktionsprodukte erfolgte durch Agarose-Gelelektrophorese, für die
jeweils 10% des Reaktionsansatzes eingesetzt wurde. Bei erfolgreicher Amplifikation
wurde die DNA mit Hilfe des Qiaquick PCR Purification Kits aufgereinigt.
5.1.9 Transformation von E.coli Zellen
5.1.9.1  Herstellung elektrokompetenter XL1-blue Zellen
Es wurden 10ml SOC-Medium mit bereits kompetenten XL1-blue Zellen aus einem
–80°C Stock angeimpft und über Nacht bei 37°C geschüttelt. Mit 4ml dieser Übernacht-
Kultur wurde 1l SOC-Medium angeimpft und für ca. 4-4,5h erneut bei 37°C inkubiert.
Nach Erreichen einer entsprechenden Zelldichte (OD600=0,6) wurde die Kultur zunächst
auf Eis abgekühlt und im Anschluss in 250ml Zentrifugenbechern für 15min bei 6000g
und 4°C zentrifugiert. Die Pellets wurden in je 200ml eiskaltem H2O resuspendiert und
erneut für 15min bei 6000g und 4°C zentrifugiert. Dieser Waschschritt wurde noch
zweimal wiederholt. Nach dem letzten Schritt wurden die Pellets in insgesamt 5ml 10%
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eiskaltem Glycerol resuspendiert und in 50µl und 100µl Aliquots in flüssigem Stickstoff
schockgefroren und bei -80°C aufbewahrt. Hierbei wurden alle Schritte im Kühlraum
und auf Eis durchgeführt.
5.1.9.2 Herstellung elektrokompetenter YZ2000 Zellen für ET-cloning
Für ET-Cloning wird eine Transformationseffizienz der verwendeten Zellen von
mindestens 108Kolonien/mg DNA benötigt, die durch die oben beschriebene Methode
nicht erreicht wird. Das hier angewendete Protokoll wurde der Homepage von F. Stewart
(EMBL, Heidelberg) entnommen.
Mit Zellen aus einem –80°C Stock wurde eine 10ml Übernacht-Kultur in LB-Medium
angeimpft. Die gesamte Kultur wurde am nächsten zu 1l SOC-Medium gegeben und bis
zu einer Dichte von OD600=0,4-0,5 bei 37°C inkubiert. Alle folgenden Schritte wurden
im Kühlraum auf Eis durchgeführt. Die Zellen wurden in 250ml Zentrifugenbecher
überführt und 15min in Eiswasser gekühlt. Während dieser Zeit wurden die Zentrifuge
und der entsprechende Rotor durch einen Lauf von 2500g für 10min auf –7°C
vorgekühlt. Die nun eiskalten Zellen wurden für 10min bei 7500g und -7°C zentrifugiert
und die Pellets im Anschluss in 2x250ml eiskaltem H2O resuspendiert. Es folgte eine
erneute Zentrifugation und zwei Waschschritte mit je 250ml eiskaltem 10% Glycerol.
Nach dem letzten Waschschritt wurden die Zentrifugenbecher mit Papiertüchern
getrocknet und die Bakterienpellets in der verbliebenen Restflüssigkeit resuspendiert.
Das Volumen wurde mit eiskaltem 10% Glycerol auf ca. 2,4ml aufgefüllt und die Zellen
in 50µ l und 100µl Aliquots aufgeteilt, in flüssigem Stickstoff eingefroren und im
Anschluss bei –80°C aufbewahrt.
5.1.10 Transformation von E.coli Zellen durch Elektroporation
Bei der Elektroporation werden die kompetenten Zellen in ein starkes elektrisches Feld
gebracht, wodurch die Zellwände permeabel werden und freie DNA von außen
aufgenommen werden kann. Je Transformationsansatz wurde ein 50µl Aliquot
elektrokompetenter Zellen auf Eis aufgetaut und mit der zu transformierenden DNA
gemischt. Aus Ligationsansätzen wurden hierfür 5µl, von Plasmid-DNA aus Minipreps
1µl verwendet. Die Zellen wurden zusammen mit der DNA in eine vorgekühlte Küvette
überführt und im Elektroporator einem elektrischen Feld von 1250V (XL1-blue Zellen)
bzw. 2000V (YZ2000 Zellen) ausgesetzt (Eppendorf Electroporator 2510). Die Zellen
wurden danach in 1ml nicht-selektivem LB-Medium aufgenommen und für 1h bei 37°C
inkubiert, um die Expression von auf dem Plasmid befindlichen Antibiotika-
Resistenzgenen zu ermöglichen. Schließlich wurden die transformierten Bakterien auf
selektiven LB-Agar Platten ausplattiert und über Nacht bei 37°C inkubiert.
5.1.11 Konventionelle Klonierungen
Diese Technik der Klonierung beruht auf dem Prinzip, dass ein zu klonierendes
Fragment und der Ziel-Vektor mit Restriktionsendonukleasen verdaut werden. Um eine
effiziente Ligation der gewünschten Fragmente zu erreichen, wurden die Endonukleasen
so gewählt, dass sowohl an dem zu inserierenden DNA Fragment als auch dem
linearisierten Vektor kompatible Einzelstrang-Enden vorlagen. Hierbei wurden ca. 3µg
Vektor DNA mit den entsprechenden Restriktionsendonukleasen verdaut und nach
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eventueller Phosphatase-Behandlung mit Hilfe des Qiaquick PCR Purification Kits
aufgereinigt. Zur Klonierung von PCR Produkten wurde der gesamte gereinigte Ansatz
einem Restriktionsverdau unterzogen und anschließend abermals durch PCR Purification
aufgereinigt. Für Subklonierungen wurden ca. 3µg Vektor-DNA mit den entsprechenden
Endonukleasen behandelt und das zu klonierende Fragment durch präparative Agarose-
Gelelektrophorese von den restlichen Fragmenten getrennt. Nach Aufreinigung durch das
Quiaqick Gel Extraction Kit wurde die DNA für die Ligation verwendet.
Für die Ligationsreaktion wurden jeweils ca. 100ng Vektor DNA und ein 3-10molarer
Überschuss an Insert eingesetzt (T4 DNA-Ligase, Roche). Als Negativkontrolle diente
jeweils ein Ligationsansatz, der nur Vektor-DNA enthielt. Nach Transformation der
Ligationsprodukte in elektrokompetente E.coli Zellen und Ausplattieren auf selektiven
LB-Agar Platten wurden positive Klone durch Plasmid-Minipräparation und
anschliessenden Restriktionsverdau und Agarose-Gelelektrophorese identifiziert.
Klonierungsstrategien:
1. pUZ-H19: ein 3767 Basenpaar langes Fragment wurde in einer PCR mit P(hzh) (Lyko
et al., 1997) als Matrize und mit folgenden Primern amplifiziert (die
Restriktionsschnittstellen sind jeweils unterstrichen):
H19 pUZ up: 5’-ATAAGAATGCGGCCGCAATGCTGTGGGTCACCCAAG-3’
H19 pUZ do: 5’-GACTAGTCGCCCCTACTCTGTCAACCAATCA-3’
Der Vektor pUZ (Lyko et al., 1997) und das PCR-Fragment wurden mit NotI und SpeI
verdaut und anschließend ligiert.
2. pUZ-SNRPN: ein 1.2 Kilobasen langes Fragment wurde in einer PCR mit pBLCAT3
(Shemer et al., 2000, erhalten von Ruth Shemer) als Matrize und mit und folgenden
Primern amplifiziert (die Restriktionsschnittstellen sind jeweils unterstrichen):
SNRPN pUZ up:
5’-ATAAGAATGCGGCCGCAAGAGCAGTCATTTCCCCACTTGAG-3’
SNRPN pUZ do: 5’-GACTAGTACTACTAGAATCCACAAGCCCAGC-3’
Der Vektor pUZ (Lyko et al., 1997) und das PCR-Fragment wurden mit NotI und SpeI
verdaut und anschließend ligiert.
3. pUZ-Igf2: ein 978 Basenpaare langes Fragment wurde in einer PCR mit pR-TK-CAT
(Eden et al., 2001, erhalten von Annabelle Lewis, Cambridge) als Matrize und mit
folgenden Primern amplifiziert (die Restriktionsschnittstellen sind jeweils unterstrichen):
Igf2 pUZ up: 5’- ATAAGAATGCGGCCGCAAGGCAGGACTCCAGAATCGGG-3’
Igf2 pUZ do: 5’-GACTAGTAAGTGGGGGGAAAGAGCATAGCAG-3’
Der Vektor pUZ (Lyko et al., 1997) und das PCR-Fragment wurden mit NotI und SpeI
verdaut und anschließend ligiert.
4. P(eyGAL4 EGFP): Das DNA-Fragment, das den 3xP3-Promotor, die kodierende
Sequenz von EGFP und die SV40-Polyadenylierungstelle besitzt, wurde in einer PCR




EGFP up SbfI: 5’-CTAGCCTGCAGGGAATTCGAGCTCGCCCGGGGAT-3’
EGFP do AflII: 5’-GTACCTTAAGCGAGATCGGCCGGCCTAGGC-3’
Die entsprechenden Restriktionsschnittstellen sind unterstrichen.
Der Vektor pBD940 (erhalten von Barry Dickson) basiert auf dem pCarnegie20-Vektor-
Rückgrat und enthält 4 Kopien des eyeless-spezifischen 258 Bp Enhancer-Fragments
(Newsome et al., 2000, Nukleotide 2549 bis 2806 in Genbank Accession No: AJ131630),
das die eyeless-spezifische Expression von GAL4 steuert. Aus pBD940 wurde durch
einen SbfI-AflII-Verdau ein 6.7 kB-Fragment ausgeschnitten, das die gesamte kodierende
Sequenz von rosy enthält. In den so linearisierten Vektor wurde durch Ligation die mit
SbfI und AflII verdaute 3xP3-EGFP-SV40-Kassette eingefügt.
5. pUASTyellow-p19wt und pUASTyellow-p19mutant: pUASTyellow (erhalten von
Laurent Perrin, die Herstellung des Vektors ist beschrieben in: Perrin et al., 2003) wurde
mit NotI und XbaI geschnitten. Die PCR zur Amplifizierung der kodierenden Sequenzen
der Wildtyp-Form von p19 wurden mit pGEX-p19wt als Matrize (erhalten von Jozsef
Burgyan) und folgenden Primern durchgeführt:
p19 up NotI: 5’-GATCGCGGCCGCATGGAACGAGCTATACAAGGAAACGAC-3’
p19 do XbaI: 5’-GATCTCTAGATTACTCGCTTTCTTTCTTGAAGGTTTCAATAC-3’
Die entsprechenden Restriktionsschnittstellen sind unterstrichen.
Der Vektor pUASTyellow und das PCR-Produkt wurden mit NotI und XbaI verdaut und
anschließend ligiert.
Die PCR zur Amplifizierung der Sequenzen der mutierten Form von p19 erfolgte durch
eine PCR mit den Primern p19 up NotI und p19 do XbaI und mit dem Plasmid pGEX-
p19W39/42R als Matrize (erhalten von Jozsef Burgyan). Der Vektor pUASTyellow und
das PCR-Produkt wurden mit NotI und XbaI geschnitten und anschließend ligiert.
Die Sequenzen der beiden Konstrukte pUASTyellow-p19wt und pUASTyellow-
p19mutant wurden durch DNA-Sequenzierung verifiziert (durchgeführt von Seqlab
GmbH, Göttingen). Die Originalsequenzen von pUASTyellow-p19wt und
pUASTyellow-p19mutant sind in Abbildung 34 gezeigt.
Dabei ist ein Ausschnitt gewählt worden, der die Nukleotide 103 bis 138 und die
Aminosäurereste 35 bis 46 zeigt. Das obere Rechteck zeigt die Sequenz der Wildtyp-
Form, das untere Rechteck die Sequenz der Mutante. In beiden Rechtecken ist jeweils
oben die Nukleotidfolge dargestellt, wobei die vier Farben der Buchstaben denen der
Kurvendarstellung der Nukleotidsequenz jeweils unten im Bild entsprechen. Unterhalb
der Buchstabendarstellung der Nukleotidsequenz ist die entsprechende
Aminosäuresequenz angegeben. Im Vergleich zur Wildtyp-Form von p19 besitzt die
mutierte Form von p19 zwei Punktmutationen an den Positionen 115 und 124, die jeweils
ein T durch ein C ersetzen. Die entsprechenden Stellen sind in der Kurvendarstellung
durch Pfeile markiert, während die entsprechenden Nukleotide in der Buchstabenfolge
der Sequenz eingekreist sind. Die mutierte Form von p19 besitzt als Konsequenz anstelle
eines Tryptophan-Aminosäurerestes in Position 39 ein Arginin, und zusätzlich anstelle
des Tryptophan-Aminosäurerestes in Position 42 ein weiteres Arginin. Diejenigen
Aminosäurereste, welche die Wildtyp-Variante von der mutierten Form von p19
unterscheiden (Positionen 39 und 42), sind in Abbildung 34 in roter Farbe dargestellt.
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Abbildung 34: DNA-Sequenzen (vierfarbige Buchstabenfolge in beiden Rechtecken jeweils oben
und Kurven unten) und Proteinsequenzen (Buchstabenfolge unter der Nukleotidsequenz) der
Plasmide pUASTyellow-p19wt (oberes Rechteck, hier: p19WT) und pUASTyellow-p19mutant
(unteres Rechteck, hier: p19W39/42R). Gezeigt sind jeweils die Nukleotide 103 bis 138 und die
Aminosäuresequenz von 35 bis 46.
6. pUASTyellowH19silIR: dieses Konstrukt dient der Expression eines Fragments aus
dem H19-Silencer als „inverted repeat“ (im Ergebnis- und Diskussionsteil wird dieses
Konstrukts als „H19-RNAi-Konstrukt“ bezeichnet). Die Klonierung erfolgte in zwei
Schritten: zuerst wurden Sequenzen des H19-Silencers stromaufwärts und stromabwärts
eines Introns in umgekehrter Orientierung in den pWIZ-Vektor kloniert, der die
Expression einer Hairpin-RNA erlaubt (Lee und  Carthew, 2003). Das ensprechende
Fragment (H19-Silencer in sense-Orientierung - Intron - H19-Silencer in antisense-
Orientierung) wurde dann in den Vektor pUASTyellow subkloniert.
a) Klonierung von pWIZ-H19silIR: die angewandte Klonierungsstrategie ist detailliert in
der Literatur beschrieben worden (Lee und Carthew, 2003) und wird aus diesem Grund
hier nur zusammengefasst. pWIZ wurde zunächst mit NotI und AvrII verdaut. Das
Fragment aus der H19-Silencer-Region (430 Basenpaare, Nukleotide -2908 bis -2479




Die entsprechenden Restriktionsschnittstellen (NotI und XbaI) sind unterstrichen.
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Die Ligation konnte in diesem Fall durchgeführt werden, weil AvrII und XbaI kompatible
Enden erzeugen. Mit dieser Teilklonierung wurde das Fragment aus der H19-Silencer-
Region stromaufwärts des Introns in pWIZ kloniert.
Im nächsten Schritt erfolgte die Klonierung des H19-Silencer-Fragments stromabwärts
des Introns von pWIZ. Dazu wurde der im ersten Schritt erzeugte Vektor mit NheI
verdaut. Das Fragment aus der H19-Silencer-Region wurde in einer PCR mit P(hzh) als
Matrize und folgenden Primern amplifiziert:
H19 pWIZ2: 5’-CTAGTCTAGAGGAAAGACCAAATTGCTGCGCTGG-3’
H19 pWIZ3. 5’-CTAGTCTAGAGGGAACCATTCCAGAGGTGCACA-3’
Die entsprechenden Restriktionsschnittstellen (XbaI) sind unterstrichen. Die Ligation
konnte in diesem Fall durchgeführt werden, weil NheI und XbaI kompatible Enden
erzeugen. Mit dieser Teilklonierung wurde das Fragment aus der H19-Silencer-Region
stromabwärts des Introns in pWIZ kloniert. Die Orientierung des Fragments aus der
zweiten Teilklonierung wurde durch PCR kontrolliert.
b) Subklonierung von H19silIR in pUASTyellow: Durch einen Verdau mit NotI und
XbaI wurde ein Fragment ausgeschnitten, das die beiden identischen Fragmente aus der
H19-Silencer-Region (in umgekehrter Orientierung) enthält, die durch ein Intron
voneinander getrennt sind. Dieses Fragment wurde in pUASTyellow (Perrin et al., 2003)
kloniert, der ebenfalls mit NotI und XbaI verdaut wurde.
5.1.12 ET-Cloning
Die Technik des ET-Cloning basiert auf der Rekombination von homologen Sequenzen
des in ein Plasmid einzufügenden Inserts und entsprechend homologen Sequenzen des
Plasmids in E.coli Zellen, welche die dafür notwendigen Rekombinationsenzyme
konstitutiv exprimieren (Zhang et al., 1998). Diese Enzyme sind RecE, eine 5’-3’
Exonuklease, und RecT, ein Einzelstrang-Bindeprotein, das die Verbindung homologer
DNA-Stränge katalysiert. Dies bedeutet, dass mit Hilfe von ET-Cloning ein lineares PCR
Produkt, das homologe Sequenzen zu der Vektor-DNA enthält, gezielt in eine
gewünschte Stelle dieses Vektors durch homologe Rekombination eingefügt werden
kann. In dieser Arbeit wurde ET-Cloning benutzt, um aus dem Vektor P(hzh) die
potentiellen Su(Hw)-Bindestellen zu entfernen.
Klonierungsstrategien:
1. P(hzh)Δ256: Es wurden PCR Primer bestellt, die an ihren 5’ Enden 50 bzw. 54
Nukleotide Homologie zu der Insertionsstelle im P(hzh) Vektor enthielten. Außerdem
trugen beide Primer eine AscI-Schnittstelle. Das 3’ Ende der Primer bestand jeweils aus
Nukleotiden, die komplementär zum 5’ bzw. 3’ Ende des Chloramphenicol-





Die Homolgie zu P(hzh) erstreckt sich über 51 Nukleotide (-2307 bis -2258 relativ zum






Die Homolgie zu P(hzh) erstreckt sich über 54 Nukleotide (-2000 bis -1947 relativ zum
Transkriptionsstart von H19). Die AscI-Schnittstelle ist unterstrichen.
Dies ermöglichte die PCR-Amplifikation des Chloramphenicol-Resistenzgens, das im
Anschluss von den gewünschten Sequenzen flankiert war. Die P(hzh)-Vektor-DNA (ca.
0,2pmol, je nach Transformationseffizienz variabel) wurde im Anschluss mit einem 1-
2fach molaren Überschuss an aufgereinigtem PCR-Produkt wie zuvor beschrieben in
YZ2000 Zellen transformiert (siehe Kapitel 5.1.10). Zellen, in denen die homologe
Rekombination abgelaufen war, konnten durch ihre Doppelresistenz gegen
Chloramphenicol und Ampicillin nach Ausplattieren des gesamten
Transformationsansatzes auf selektiven LB-Agar Platten isoliert werden. Als
Negativkontrolle diente hier die Transformation des linearen PCR-Produkts alleine.
Am nächsten Tag wurden von der LB-Agar Platte je 4 Kolonien gepickt, und damit je
3ml selektives LB-Medium für Plasmid-Minipräparationen angeimpft. Die Kulturen
wurden allerdings nur für 4h bei 37°C inkubiert, um die Gefahr weiterer
Rekombinationsereignisse durch die konstitutiv exprimierten Rekombinationsenzyme zu
minimieren. Nach der Isolation der Plasmid-DNA wurde diese je nach Menge in 30-50µl
H2O aufgenommen und davon 1µl für die Transformation von XL1-blue Zellen
verwendet. Davon wurden 10µl und 100µ l wieder auf selektiven LB-Agar Platten
ausgestrichen und erneut Kulturen für Plasmid-Minipräparationen angeimpft. Anhand
von Restriktionsverdaus wurden positive Klone identifiziert. Schliesslich wurde das
Chloramphenicol-Resistenzgen aus dem modifizierten P(hzh) Vektor durch
Restriktionsverdau mit AscI entfernt, so dass P(hzh)Δ256 erhalten wurde.
2. P(hzh)Δ72: die Klonierungsstrategie entsprach genau derjenigen zur Klonierung von




Die Homolgie zu P(hzh) erstreckt sich über 51 Nukleotide (-2307 bis -2258 relativ zum




Die Homolgie zu P(hzh) erstreckt sich über 51 Nukleotide (-2184 bis -2134 relativ zum
Transkriptionsstart von H19). Die AscI-Schnittstelle ist unterstrichen.
3. (Phzh)-UAS: die Insertion eines UAS-Hsp70 Promotor-Fragments stromaufwärts des
H19-Silencers erfolgte mittels ET-Klonierung. Dazu wurde zunächst eine PCR-
Amplifikation des Chloramphenicol-Resistenzgens in einer PCR mit pSLfa-CAT als











Die Homolgie zu P(hzh) erstreckt sich über 52 Nukleotide. Die AscI-Schnittstelle ist
unterstrichen.
Alle folgenden Schritte wurden durchgeführt, wie in der Klonierungsstrategie für
P(hzh)Δ256 beschrieben worden ist. Daraus resultierte nach AscI-Verdau ein Vektor
(P(hzh) AscI upstream silencer), in dem stromaufwärts  des H19-Silencers eine AscI-
Schnittstelle insertiert worden ist. In die so erhaltene AscI-Schnittstelle wurde das UAS-
Hsp70 Promotor-Fragment eingefügt. Das entsprechende 397 Bp Fragment wurde durch
einen Verdau von pUAST mit HindIII und BglII erhalten und dann subkloniert in den
Vektor pSV-paX1 (Buchholz et al., 1996), der mit HindIII und BamHI verdaut wurde
(BglII und BamHI erzeugen kompatible Enden). Der so erhaltene Vektor pSV-paX1-
UAS-Hsp70-Promotor diente als Matrize in einer PCR-Reaktion mit folgenden Primern:
LoxPupperAscI 5’-TTGGCGCGCCAATACTTCACTAACAACCGGTACAG-3’
LoxPlowerAscI 5’-TTGGCGCGCCTGCCAAGCTACTCGCGACCA-3’
Die AscI-Schnittstellen sind unterstrichen.
Das 549 Bp-PCR-Produkt wurde mit AscI verdaut und dann in P(hzh) AscI upstream
silencer kloniert, der ebenfalls mit AscI verdaut wurde. Die Orientierung des UAS-Hsp70
Promotor-Fragments wurde durch PCR bestimmt. Der resultierende Vektor P(hzh)-UAS
besitzt ein UAS-Hsp70 Promotor-Fragment stromaufwärts des H19-Silencers in P(hzh).
5.1.13 Inverse PCR zur Bestimmung der Integrationsstelle von P-Elementen
Mittels inverser PCR lässt sich die Integrationsstelle eines P-Elements im Genom
bestimmen. Das Protokoll umfasst fünf Schritte und ist gut beschrieben unter:
http://www.fruitfly.org/about/methods/inverse.pcr.html. Dabei wurde zunächst
genomische DNA aus Drosophila gewonnen. Es folgte ein Verdau der genomischen
DNA mit geeigneten Restriktionsenzymen. Anschließend erfolgte eine Ligation. In einer
PCR wurden anschliessend Primer eingesetzt, die spezifisch für die 5’- und 3’-Enden des
P-Elements sind. Die Primer wurden dabei so ausgewählt, dass genomische Sequenzen
mit amplifiziert werden konnten. Durch die Sequenzierung der erhaltenen PCR-Produkte
konnte somit die Integrationsstelle des P-Elements bestimmt werden. Die fünf Schritte
werden im Folgenden kurz beschrieben.
1. Präparation genomischer DNA: 30 Fliegen wurden in ein Eppendorfröhrchen
überführt und bei -80°C eingefroren. Die Fliegen wurden mit Hilfe eines Mikropestills in
200µl Puffer A zerkleinert. Anschließend wurden nochmals 200µl Puffer A zugegeben,
und es erfolgte eine Inkubation bei 65°C für 30 Minuten. Nach der Zugabe von 800µl
LiCl/KAc-Lösung wurde für mindestens 10 Minuten auf Eis inkubiert. Es folgte eine
Zentrifugation bei maximaler Geschwindigkeit für 15 Minuten bei Raumtemperatur. 1 ml
des Überstands wurden in ein frisches 2ml-Eppendorfröhrchen überführt. Die
Präzipitation der DNA erfolgte durch Zugabe von 600µl Isopropanol, gefolgt von kurzem
Mischen der Lösung und einer Zentrifugation für 15 Minuten bei Raumtemperatur und
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maximaler Geschwindigkeit. Der Überstand wurde verworfen und das Pellet mit 70%
Ethanol gewaschen. Die DNA wurde schließlich in 150µl TE resupendiert und bei -20°C
gelagert.




LiCl/KAc-Lösung 1 Anteil einer 5M Kaliumacetat-Lösung wurde mit 2.5
Anteilen einer 6M Lithiumchlorid-Lösung gemischt.
2. Genomischer Verdau der DNA: 10µl der in Schritt 1 erhaltenen DNA-Lösung
(entspricht 2 Fliegen) wurden drei Stunden bei 37°C separat mit den entsprechenden
Enzymen verdaut. In dieser Arbeit wurden folgende Enzyme verwendet: BamHI, BglII,
Csp6I, DdeI, HpaI, MspI, ScaI, StuI. Alle Verdaus erfolgten in Gegenwart eines
geeigneten Reaktionspuffers und RNAse (10µg/ml Endkonzentration) in einem
Gesamtvolumen von 25µl. Die Reaktion wurde durch eine Inkubation von 20 Minuten
bei 65°C gestoppt.
3. Ligation: die Ligation erfolgte über Nacht in einem Gesamtvolumen von 400µl bei
4°C. Dabei wurden 4µl T4-DNA-Ligase (Roche) und 10µl des Verdaus aus Schritt 2
eingesetzt (entspricht einer Fliege). Die DNA wurde durch Ethanol präzipitiert und in
150µl TE aufgenommen.
4. PCR: 10µ l des Ligationsansatzes wurden pro Reaktion in einer Standard-PCR
eingesetzt (entspricht 1/15 Fliege). Die dabei eingesetzten Primer waren:
EP5up: 5’-CAGCTGCGCTTGTTTATTTGC-3’
EP5do: 5’-TGGGAATTCGTTAACAGATCCAC-3’
EP5up und EP5do wurden für PCRs am 5’-Ende des EP-Elements eingesetzt.
EP3up: 5’-ACGGACATGCTAAGGGTTAATCAAC-3’
EP3do: 5’-TTCCCTGCACCCAAACAAGAT-3’
EP3up und EP3do wurden für PCRs am 3’-Ende des EP-Elements eingesetzt.
5. Sequenzierungen: die DNA-Sequenzierungen wurden von der Firma Seqlab GmbH in
Göttingen durchgeführt. Die eingesetzten Sequenzierungsprimer sind:
Sp1: 5’-ACACAACCTTTCCTCTCAACAA-3’ (für das 5’-Ende des EP-Elements)
Pry4: 5’-CAATCATATCGCTGTCTCACTCA-3’ (für das 3’-Ende des EP-Elements)
5.2 RNA-Techniken
5.2.1 RNA-Isolierung
RNA wurde aus Drosophila-Embryonen, Fliegenköpfen oder adulten Fliegen isoliert. Im
nachfolgenden wird das Protokoll für die RNA-Isolierung aus Embryonen beschrieben.
Das Protokoll zur Isolierung von RNA aus Fliegenköpfen oder adulten Fliegen ist ab
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dem Schritt der Zugabe von Trizol identisch. Die für die RNA-Isolation verwendeten
Embryonen wurden in Flugkäfigen auf Apfelsaftagar-Platten gesammelt. Zunächst
wurden die Embryonen mit Wasser von den Apfelsaftagar-Platten gespült und in ein
großes “Waschsieb” mit einer Porengröße von 600mm transferiert, das in ein Waschsieb
mit 200mm Porengröße gesteckt war. Durch gründliches Waschen mit Wasser wurden
die Embryonen, die in dem Sieb mit kleinerer Porengröße gesammelt wurden, von
Futterresten befreit. Die Embryonen wurden nun mit Wasser auf ein Stück Gaze gespült
und abermals gründlich mit Wasser gewaschen. Die Gaze wurde danach auf ein
Papiertuch gelegt, um Flüssigkeitsreste zu entfernen und die Embryonen kurz an der Luft
trocknen zu lassen. Mit einem Spatel wurden die Embryonen in ein 15ml Falcongefäß
überführt und gewogen. Je 100mg Embryonen wurden 1ml Trizol (Invitrogen)
hinzugefügt. Es folgte die Homogenisation in einem Homogenisationsgerät (Polytron
Ultra-Turrax, Stufe 15-19), bis keine intakten Embryonen mehr zu erkennen waren (in
der Regel 60 bis 90 Sekuden). An diesem Punkt konnten die Embryos in flüssigem
Stickstoff eingefroren und bis zur RNA-Isolation bei -80°C aufbewahrt werden. Für die
RNA-Isolation wurde das Homogenat aus Embryonen in Trizol in 2ml Eppendorfgefäße
überführt und für 10min bei 12000g und 4C zentrifugiert. Der Überstand wurde jeweils
in ein neues 2ml Eppendorfgefäß transferiert und für 5min bei Raumtemperatur
inkubiert. Für die Trennung der RNA von den restlichen Zellbestandteilen wurden pro
1ml Trizol, die für die Homogenisierung eingesetzt worden waren, 0,2ml Chloroform
zum Homogenat gegeben, für 15sec geschüttelt, anschließend für 2-3min bei
Raumtemperatur inkubiert und schließlich für 15min bei 12000g und 4°C zentrifugiert.
Nach der Zentrifugation wurde die klare Oberphase, welche die RNA enthält, in ein
neues 2ml Eppendorfgefäß überführt. Die gelöste RNA wurde nun durch die Zugabe von
0,5ml Isopropanol je 1 ml Trizol für 10min bei Raumtemperatur gefällt. Es folgte eine
Zentrifugation für 10min bei 12000g und 4°C. Das RNA-Pellet wurde danach in 1ml
70% Ethanol je 1ml Trizol gewaschen und anschließend für 5min bei 7500g und 4°C
zentrifugiert. Dieser Waschschritt wurde wiederholt und das Pellet im Anschluss für etwa
5 Minuten an der Luft getrocknet. Das so gereinigte RNA-Pellet wurde in ca. 50µl mit
H2O resuspendiert und nach Einfrieren in flüssigem Stickstoff bei  -80°C aufbewahrt.
5.2.2 Reverse Transkription
Dass Enzym Reverse Transkriptase benutzt RNA als Vorlage, um DNA komplementärer
Sequenz zu synthetisieren. Vor der reversen Transkription muss die RNA-Präparation
mit dem Enzym DNase behandelt werden (Enzym von Roche, 30 Minuten Inkubation bei
37°C), um eine DNA-freie RNA-Präparation zu erhalten. Die RNA wurde im Anschluss
gefällt und gereinigt, wie in Kapitel 5.2.1 beschrieben ist.
Die Reverse Transkription wurde den Angaben von Promega entsprechend durchgeführt
(M-MLV Reverse Transkriptase, RNase H Minus, Point Mutant, Katalog-Nummer:
M3681). Dabei wurde 1µg RNA zusammen mit 2pmol eines genspezifischen Primers
oder 250ng eines Gemisches an Hexamer-Primern (Roche) in einem Gesamtvolumen von
13 µl gemischt. Die Reaktion wurde 5 Minuten bei 70°C erhitzt, und dann 5 Minuten auf
Eis abgekühlt. Anschließend wurden die folgenden Komponenten zugegeben: 1µl
RNasin (Promega, Katalog-Nummer: N2511), 5µl 5xM-MLV Reaktionspuffer, je 1.25µl
dNTPs (dATP, dCTP, dGTP, dTTP, alle 10mM, Peqlab). Von jedem Ansatz wurden
zwei Reaktionen pipettiert. Zu einem der beiden Ansätze wurde 1µl des Enzyms Reverse
Transkriptase zugegeben, während der andere als Kontrolle für mögliche DNA-
Kontaminationen fungierte. Eine Reaktion mit Hexamer-Primern wurde vorsichtig
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gemischt und dann 10 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert, worauf eine Inkubation
bei 50°C für 50 Minuten folgte. Eine Reaktion mit genspezifischen Primern wurde 60
Minuten bei 50°C inkubiert. Anschließend wurde die Reaktion für 15 Minuten bei 70°C
inkubiert, um das Enzym durch Hitze zu inaktivieren. 1 bis 5 µl der reversen
Transkriptionsreaktion wurden als Matrize in einer PCR mit spezifischen Primern
eingesetzt. Die Sequenzen der für die spezifische PCR verwendeten Primer sind in dem
Kapitel über die Methode des Bandshifts 5.3.3 angegeben. Abbildung 14 gibt eine
Übersicht über die DNA-Fragmente aus der H19-Silencer-Region. Als Kontrolle zur
Amplizierung von Tubulin cDNA wurden folgende Primer eingesetzt:
Tub for: 5’-GAAACGCCTGCTGGGAGCTCTAC-3’
Tub rev: 5’-TCGACGATCTCCTTGCCGATGGTG-3’
5.2.3 In situ Hybridisierung zur Lokalisation spezifischer RNAs in Drosophila-
Embryonen
Die für die in situ Hybridisierung verwendeten Embryonen wurden in kleinen
Flugkäfigen (große Zuchtröhrchen) auf Apfelsaftagarplatten gesammelt, mit Wasser von
der Agarplatte abgespült und in ein Waschkörbchen transferiert. Die Embryonen wurden
für 3min bei Raumtemperatur in Natronbleiche dechorionisiert und im Anschluss
gründlich mit Wasser gewaschen, um die Natronbleiche zu entfernen. Die Fixierung
erfolgte in einer Mischung aus 6ml Heptan und 1ml Fixierlösung in einem
Szintillationsgefäß für 20min auf einem Schüttler bei Raumtemperatur. Nach der Zugabe
von 10ml Methanol wurden die Embryonen durch 1min Vortexen devitellinisiert. Nach
Absinken der fixierten Embryonen auf den Gefäßboden wurde der Überstand entfernt,
und es folgten drei Waschschritte mit je 5ml Methanol. Nach Absaugen der meisten
Flüssigkeit wurden die Embryonen in eine abgeschnittene Pipettenspitze gesaugt und in
ein Eppendorfgefäß überführt. Darin wurden sie zunächst einmal mit Methanol/PBST
(1:1) und im Anschluss dreimal mit PBST gewaschen. Nach dem Transfer der
Embryonen in das Eppendorfgefäß mit Methanol konnten diese für längere Zeit bei -
20°C aufbewahrt werden.
Um die Embryonen zu rehydrieren, wurden sie zunächst in einem Gemisch von 1ml
Methanol/PBT (1:1) gewaschen, danach mit 1ml PBT. Es folgte ein weiterer
Fixierungsschritt mit 1ml Fixierlösung/PBT (1:1) für 20min auf dem Überkopf-Schüttler
bei minimaler Geschwindigkeit und Raumtemperatur. Die Fixierlösung wurde durch
dreimaliges Spülen mit je 1ml PBT und einem weiteren Waschschritt mit 1ml PBT für
5min auf dem Schüttler bei Raumtemperatur entfernt. Zur Permeabilisierung der
Zellmembranen wurde ein limitierter Verdau mit Proteinase K durchgeführt (50µg/ml
Proteinase K in 0,5ml PBT). Als Faustregel gilt hier je nach Menge der Embryonen eine
Inkubation von 4-5min bei Raumtemperatur. Um die Reaktion zu stoppen, wurden nach
der Inkubationszeit 0,5ml 4mg/ml Glycin in PBT dazugegeben und für weitere 3min auf
dem Überkopf-Schüttler bei Raumtemperatur inkubiert. Danach wurden die Embryonen
zweimal mit je 1ml PBT gespült und im Anschluss ein weiteres Mal mit 1ml
Fixierlösung/PBT (1:1) für 20min bei Raumtemperatur auf dem Überkopf-Schüttler
fixiert. Die Fixierlösung wurde durch dreimaliges Spülen und einmal Waschen für 5min
mit PBT entfernt.
Um die Embryonen zu dehydrieren, wurden sie erst mit 500µl HybeB-Lösung/PBT (1:1)
gespült, danach mit 250µl HybeB-Lösung und im Anschluss mit 250µl Hybe-Lösung.
Schließlich wurden die 250µl durch ein neues Aliquot Hybe-Lösung ersetzt und darin die
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Prähybridisierung für 1h bei 60°C im Wasserbad durchgeführt, um unspezifische
Wechselwirkungen der RNA Sonde während der Hybridisierungsreaktion zu verhindern.
Nach Entfernen der Hybe-Lösung wurde die Hybridisierungslösung zu den Embryonen
gegeben. Diese bestand aus 30µl Hybe-Lösung, die 1µl der mit Digoxygenin-UTP
markierten RNA-Sonde zur Lokalisation der komplementären RNA in den Embryonen
enthielt und für 10min bei 60°C vorgewärmt wurde, um die Bildung von RNA-
Sekundärstrukturen zu verhindern. Zur Hybridisierung wurden die Embryonen über
Nacht bei 60°C im Wasserbad in Hybidisierungslösung inkubiert.
Der für die spätere Detektion der RNA-Sonde verwendete α-Digoxigenin(DIG)-AP
(kovalent gekoppelt an alkalische Phosphatase) Antikörper wurde vor Verwendung an
fixierten, mit Proteinase K behandelten wildtyp Embryonen präabsorbiert, um
unspezifisch bindende Antikörper zu entfernen. Hierzu wurde der 1:200 in PBT
verdünnte Antikörper für 1h bei Raumtemperatur auf dem Überkopf-Schüttler bei
minimaler Geschwindigkeit inkubiert. Bis zur Verwendung wurde der präabsorbierte
Antikörper bei 4°C aufbewahrt.
Am nächsten Morgen wurden zu den Embryos in Hybridisierungslösung 500µl
vorgewärmte HybeB-Lösung pipettiert und im Anschluss zweimal für 15 min mit je
500ml HybeB-Lösung bei 60°C gewaschen. Um die Embryonen zu rehydrieren, wurden
diese aus dem Wasserbad genommen und 500µl PBT dazugegeben. Danach wurde
zweimal mit je 1ml PBT gespült und im Anschluss mit je 1ml PBT für 5min, 10min und
20min auf dem Überkopf-Schüttler bei Raumtemperatur gewaschen.
Im folgenden wurde zur Detektion der hybridisierten RNA-Sonde der präabsorbierte α-
DIG-AP Antikörper in einer Endkonzentration von 1:2000 in 1ml PBT dazugegeben und
für 1,5h bei Raumtemperatur inkubiert. Die Entfernung unspezifisch gebundener
Antikörper erfolgte durch zweimaliges Spülen mit je 1ml PBT und anschließenden
Waschschritten für 5min, 10min und 15min ebenfalls mit je 1ml PBT. Danach wurde
einmal mit AP-Puffer gespült und im Anschluss dreimal für 5min in je 1ml AP-Puffer
gewaschen.
Zur Detektion der α-DIG-AP Antikörper und somit der spezifisch gebundenen RNA-
Sonde wurde das BCIP und NBT Redoxsystem verwendet. Hierzu wurde eine
NBT/BCIP Stocklösung 1:50 in AP-Puffer verdünnt und zu den Embryonen gegeben.
Die Färbereaktion wird im Dunkeln in 16well-Zellkulturplatten durchgeführt. Das
Abstoppen der Farbreaktion erfolgte durch zweimaliges Spülen und anschließend
mindestens fünfmaliges Waschen in PBT. Für die mikroskopische Analyse wurden die
gefärbten Embryonen zunächst mit 50% Glycerol gewaschen, danach in 80% Glycerol
eingebettet und auf einen Objektträger übertragen. Die Präparate wurden mit einem
Deckgläschen bedeckt und mit Nagellack abgedichtet.
Herstellung der Sonde: Mit Hilfe des Lign’Scribe Kits (Ambion, Katalog-Nummer:
1730) erfolgte die Ligation eines T7-Promotors an ein PCR-Fragment. In dieser Arbeit
wurden zwei verschiedene Sonden eingesetzt: ein durch PCR mit dem Primerpaar
H19s1-H19as5 erzeugtes Fragment, das die gesamte H19-Silencer-Sequenz beinhaltet,
und ein kleineres Fragment (Primerpaar für die PCR: H19s1-H19as3). An beide
Fragmente wurde mit Hilfe des Lign’Scribe Kits ein T7-Promotor ligiert (in beiden
Orientierungen, so dass sense- und antisense-Sonden erzeugt werden können). 1µg des
jeweiligen PCR-Produkts mit T7-Promotor wurde in einer in vitro Transkriptionsreaktion
eingesetzt, um eine Digoxigenin-markierte Sonde zu erhalten. Dazu werden in einem
Gesamtvolumen von 20µl 2µl DIG RNA labeling mix (Roche), 2µl T7-RNA-Polymerase
(Roche) und 1µl RNAse-Inhibitor RNAsin (Promega) eingesetzt. Die Reaktion wurde für
2 Stunden bei 37 °C inkubiert. Es folgte ein DNase-Verdau (Enzym von Roche,
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Inkubation bei 37°C für 30 Minuten), und es wurden 2µl 0.2 M EDTA zugegeben. Die
Sonde wurde anschließend gefällt: 11µl 7.5M Ammoniumacetat und 100µl 100%
Ethanol wurden zugegeben. Nach einer einstündigen Inkubation bei -20°C erfolgte eine
Zentrifugation für 15 Minuten bei maximaler Umdrehung bei 4°C. Nach einem
Waschschritt mit 70% Ethanol und erneuter Zentrifugation (15 Minuten bei 4°C,
maximale Umdrehung) wird der Überstand abgenommen. Die präzipitierte Sonde wird 5
Minuten bei Raumtemperatur getrocknet und in 20µl H2O resuspendiert.
PBT: 0,1% (v/v) Tween-20 in PBS pH 7,5
Hybe B Lösung: 50% (v/v) Formamid
5xSSC





AP-Puffer: 20mM Tris/HCl pH 9,5
100mM NaCl
50mM MgCl2
NBT/BCIP Stocklösung: 18,75mg/ml NBT
(Roche) 9,4mg/ml BCIP
in 67% DMSO
5.2.4 Detektion kleiner RNAs mittels Northern Blot-Technik
Zur Vorbereitung wurden alle verwendeten Materialen gründlich mit 10%-iger SDS-
Lösung gesäubert, und Glaswaren werden zudem für sechs Stunden bei 160°C inkubiert,
um die Experimente unter RNAse-freien Bedingungen durchführen zu können.
Verwendung eines radioaktiv markierten RNA-Größenmarkers: neben der
Größenbestimmung der RNAs konnte die Effizienz des Transfers kontrolliert werden. In
dieser Arbeit wurde das Decade Marker System verwendet (Ambion, Katalog-Nummer:
7778). Die radioaktive Markierung erfolgte den Empfehlungen des Herstellers
entsprechend mit [γ32P]ATP (Amersham Biosciences). 1 bis 2 µl einer 10 µl-Reaktion
wurden aufgetragen. Die Spur neben dem radioaktiven Marker wurde nicht beladen, um
später eine Trennung des RNA-Markers von dem Rest des Blots zu ermöglichen.
Ein RNA-Oligo mit zu der eingesetzten radioaktiv markierten Sonde komplementärer
Sequenz wurde als interne Kontrolle der Hybridisierungsbedingungen eingesetzt. In
dieser Arbeit wurde ein RNA-Oligo einer Länge von 21 Nukleotiden mit folgender
Sequenz verwendet: 5’-CUUUGGCCCUUGGACAUUGUC-3’.
Herstellung eines denaturierenden Harnstoff-Acrylamid-RNA-Gels: 21 Gramm Harnstoff
(7M Endkonzentration), 5 ml 10xTBE und 22 ml 40%-ige Polyacrylamidlösung (Roth,
Rotiphorese 40) wurden in einem Gesamtvolumen von 50 ml im 37°C-Wasserbad
erwärmt, bis der Harnstoff in Lösung gegangen war. 400 µ l einer 10%-igen
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Ammoniumpersulfat-Lösung (Serva) und 20 µl Temed (Serva) wurden zugegeben, und
das Gel wurde in eine Protean II xi Cell Vorrichtung (Biorad) gegossen. Das Gel sollte
mindestens eine Stunde polymerisieren. Unmittelbar vor dem Beladen des Gels sollten
die Taschen des Gels ausgespült werden.
Präparation der RNA: die Präparation der RNA erfolgte nach den Vorschriften des
mirVana miRNA Isolation Kits (Ambion, Katalog-Nummer: 1560), das eine
Anreicherung von RNAs einer Länge von weniger als 200 Nukleotiden erlaubt. Dabei
wurde pro 0.1 Gramm Gewebe 1 ml Lyse-Puffer eingesetzt. Je 3 µg RNA wurden mit
einem äquivalenten Volumen Gel-Ladepuffer vermischt (Gel loading Buffer II, wird in
mirVana miRNA Isolation Kit von Ambion mitgeliefert). Nach einem Aufkochen der
Proben (5 Minuten bei 95-100°C) wurde das Gel beladen. Der Gellauf erfolgte bei 200
Volt in 0.5xTBE-Puffer, bis die Bromphenolblau-Front das Ende des Gels erreicht hatte.
Transfer der RNAs: Nach dem Gellauf wurde der Blot nach folgendem Schema
zusammengesetzt: 3 Lagen Whatman-Papier - Gel - Membran (Hybond N+ von
Amersham Biosciences) - 3 Lagen Whatman-Papier. Der Transfer erfolgte in einer Trans
Blot Cell (Biorad) in 0.5xTBE Puffer bei 20 Volt über Nacht.
Abbau und Fixierung des Blots: nach etwa 12 Stunden Transfer wurde der Blot abgebaut.
Die Effizienz des Transfers kann kontrolliert werden, wenn ein radioaktiv markierter
RNA-Grössenmarker auf das Gel aufgetragen worden ist. Ist der Transfer erfolgreich
verlaufen, so ist ein radioaktives Signal nur an der Membran, nicht aber an dem Gel, zu
detektieren. Bei diesem Schritt kann die Spur des radioaktiv markierten Markers
abgetrennt und separat aufbewahrt werden. Unmittelbar nach dem Abbau wurde die
Membran vorsichtig auf einige mit 20 x SSC getränkte Lagen Whatman-Papier gelegt,
um ein Austrocknen der Membran zu verhindern. Die Membran wurde dann für 5
Minuten bei 80°C „gebacken“. Anschließend folgte ein UV-Crosslink-Schritt (Auto
Cross Link mit UV Stratalinker 2400 von Stratagene).
Prähybridisierung: Die Prähyridisierung erfolgte für mindestens zwei Stunden im
Hybridisierungsofen bei 37°C in LMW-Puffer (low molecular weight buffer, Hamilton
und Baulcombe, 1999): 45% Formamid (Applichem), 7% SDS (Sigma), 50 mM
Natriumphosphatpuffer (Na2HPO4/NaH2PO4 pH7), 300 mM NaCl, 1 x Denhardt-Lösung
und 100 µg/ml Endkonzentration denaturierte, gescherte Lachssperma-DNA
(Invitrogen). Die Lachs-Sperma-DNA wurde unmittelbar vor Gebrauch 5 Minuten bei
95°C erhitzt und erst dann dem Puffer zugesetzt.
Herstellung der radioaktiv markierten Sonde: Die radioaktive Markierung der Sonde
erfolgte mittels MAXIscript-T7-Kit (Ambion, Katalog-Nummer: 1312). Dabei wurde die
Sonde in vitro in Gegenwart von [α32P]-UTP (Amersham Biosciences, PB 20383)
transkribiert. Dazu wurde mit Hilfe des Lign’Scribe Kits (Ambion, Katalog-Nummer:
1730) ein T7-Promotor an ein PCR-Fragment aus der H19-Silencer-Region ligiert. In
dieser Arbeit wurden zwei verschiedene Sonden eingesetzt: ein durch PCR mit dem
Primerpaar H19s1-H19as5 erzeugtes Fragment, das die gesamte H19-Silencer-Sequenz
beinhaltet, und ein kleineres Fragment (Primerpaar für die PCR: H19s1-H19as3). An
beide Fragmente wurde mit Hilfe des Lign’Scribe Kits ein T7-Promotor ligiert (in beiden
Orientierungen, so dass sense- und antisense-Sonden erzeugt wurden). Beide Sonden
erzielten sehr ähnliche Ergebnisse. Nach der radioaktiven Markierung wurde die Sonde
zunächst mit DNase inkubiert, um das PCR-Template zu entfernen. Es folgte eine
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Präzipitation mit Ammoniumacetat, um freie, nicht eingebaute Nukleotide zu entfernen
(nach den Angaben im MAXIScript-Handbuch). Nach der Fällung wurde die Sonde in 20
µl H2O aufgenommen.
Hydrolyse der Probe: Die Sonde wurde auf eine durchschnittliche Länge von 50
Nukeotiden reduziert. Die Hydrolyse erfolgte bei 60°C in 200mM Natriumcarbonat-
Puffer (80 mM NaHCO3 und 120 mM Na2CO3). Die Dauer der Reaktion errechnet sich
gemäss folgender Formel:
T = (Li-Lf)/0.11*Li*Lf
T: Zeit in Minuten
Li: Länge der Sonde in Kilobasen zu Beginn der Reaktion
Lf: Gewünschte finale Länge der Sonde in Kilobasen (hier: 0.05)
Die Hydrolyse-Reaktion dauerte in der Regel zwei bis drei Stunden. Nach dieser Zeit
wurden 20 µl 3M Natriumacetat (pH5) zugegeben, um den pH-Wert zu neutralisieren.
Hybridisierung: die Hybridisierung erfolgte in LMW-Puffer (die Lachssperma-DNA
wurde erst unmittelbar vor Gebrauch nach Aufkochen zugegeben, wie oben beschrieben)
bei 37°C über Nacht. Die gesamte Hydrolyse-Reaktion wurde einem Volumen von 10 bis
15 ml LMW-Puffer durchgeführt. Es folgten zwei Waschschritte bei 50°C, um
unspezifische Signale zu reduzieren (Waschpuffer: 2 x SSPE/0.5% SDS). Die Belichtung
der Membran erfolgte je nach Intensität des spezifischen Signals (zwischen 15 Minuten
und 12 Stunden).
0.5xTBE: 45 mM Tris-Borsäure
1 mM EDTA
20xSSC 3 M NaCl
0.3 M Natriumcitrat
pH 7 einstellen mit HCl
20xSSPE 3 M NaCl
0.2 M NaH2PO4
0.02 M EDTA
pH 7.4 einstellen mit NaOH
Denhardt’s 1% Ficoll 400
1% Polyvinylpyrrolidone
1% BSA (Sigma Fraktion V)
5.3 Protein-Techniken
5.3.1 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese und Western Blot-Analyse
Die SDS-PAGE ist eine Methode, welche die Auftrennung von Proteinen nach ihrer
Größe erlaubt (Laemmli, 1970). Jeweils 50 Fliegenköpfe der entsprechenden Linien
wurden in ein Eppendorfröhrchen transferiert. Pro Kopf wurden 3µl 1xSDS-Probenpuffer
und 0.1µl Benzonase zugegeben. Die Fliegenköpfe wurden mit Hilfe eines Eppendorf-
Mikro-Pistills zerkleinert. Pro Gelspur wurde das Volumen, das 10 Fliegenköpfen
entspricht, kurz aufgekocht (5 Minuten bei 95°C) und dann aufgetragen. Die Spannung
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während der Elektrophorese betrug 80V, bis die Lauffront das Trenngel erreicht hatte.
Danach wurde eine Spannung von 100-120V angelegt.
Nach Beendigung der SDS-PAGE erfolgte der Transfer der aufgetrennten Proteinbanden
aus dem Polyacrylamidgel auf eine adhäsive Nitrocellulose-Membran. Hierzu wurden
zunächst 6 Stücke 3mm Whatman-Papier und ein Stück Nitrocellulose-Membran in
Transferpuffer getränkt. 3 Stücke des Whatman-Papiers wurden übereinander geschichtet
und mit der Nitrocellulose-Membran bedeckt. Eventuell vorhandene Luftblasen, die den
Transfer stören würden, wurden mit Hilfe einer Glaspipette entfernt. Anschließend wurde
das Gel auf die Membran gebracht und erneut dabei entstandene Luftblasen entfernt. Es
folgten die letzten drei Stücke Whatman-Papier und ein letztes Entfernen der Luftblasen.
Dieses “Sandwich” wurde in eine Transferkammer überführt. Nach Auffüllen der
Kammer mit Transferpuffer wurde der elektrophoretische Transfer der Proteine aus dem
Polyacrylamid-Gel auf die Membran bei 100mA und 4°C über Nacht durchgeführt. Nach
dem Transfer wurde die Membran zunächst in PBST gewaschen und in Ponceau S
gefärbt, um sowohl die Qualität der Auftrennung als auch des Transfers der Proteine zu
überprüfen. Im Anschluss wurde das Ponceau S durch mehrmaliges Waschen mit PBST
entfernt. Die Membran wurde mit einem Skalpell durchtrennt, um die getrennte
Detektion von p19 und von α-Tubulin (als Kontrolle für die aufgetragene Proteinmenge)
zu ermöglichen. Zunächst wurde die Membran für 1h bei Raumtemperatur in
Blocklösung inkubiert, um eine unspezifische Bindung der Antikörper an die Membran
zu verhindern. Danach wurde die Membran mit dem jeweiligen in Blocklösung
verdünnten Primärantikörper (anti-p19 in einer 1:1000-Verdünnung, anti-α-Tubulin
Sigma T-9026 in einer 1:5000-Verdünnung) für 2 Stunden bei Raumtemperatur
inkubiert. Anschließend wurde die Membran bei Raumtemperatur dreimal für 15min in
PBST gewaschen, um unspezifisch an die Membran gebundene Antikörper zu entfernen.
Es folgte eine 1,5h Inkubation mit in Blocklösung verdünntem Sekundärantikörper (in
einer 1:7500-Verdünnung), der kovalent an Meerrettich-Peroxidase gekoppelt ist. Um
unspezifisch an die Membran gebundene Sekundärantikörper zu entfernen, wurde diese
dreimal für 15min bei Raumtemperatur in PBST gewaschen.
Zur Detektion der durch die Antikörper spezifisch gebundenen Proteinbanden wurde die
Membran für 1min mit den ECLTM Reagenzien 1 und 2 im Verhältnis von 1:1 inkubiert,
danach in Plastikfolie eingeschweißt und in eine Filmkassette gelegt. In der
Dunkelkammer wurde ein Film aufgelegt, der nach einer Belichtungszeit von 10
Sekunden bis 5 Minuten in einer Entwicklermaschine entwickelt wurde.





SDS-PAGE Laufpuffer 25mM Tris/Cl pH 8,3
192mM Glycin
0,1% (w/v) SDS
SDS-PAGE Sammelgel 4% Acrylamid/Bisacrylamid






SDS-PAGE Trenngel 8% Acrylamid/Bisacrylamid




Molekulargewichtsmarker Vorgefärbter PAGE-Standard, Broad Range
(Biorad)
PBST 0,1% Tween-20 (v/v) in PBS
Blocklösung 5% Milchpulver (w/v) in PBST
ECLTM-Reagenzien 1 und 2 Amersham Biosciences
5.3.2 Herstellung von Kernextrakt aus Drosophila-Embryonen
Etwa 10000 Fliegen wurden in einem großen Flugkäfig gehalten, um eine ausreichende
Menge an Embryonen für die Herstellung des Kernextrakts zu erhalten. Die Eiablage
erfolgte dabei auf Apfelsaftagarplatten (Greiner, 14 cm Durchmesser). Nach etwa 20
Stunden wurden die Platten aus dem Käfig entfernt und konnten dann noch für weitere 2
bis 3 Tage bei 4°C aufbewahrt werden. Nach dieser Zeit wurden die Embryonen mit
Hilfe eines Pinsels von den Platten entfernt und mit Embryowaschpuffer gewaschen. Es
folgte die Dechorionisierung der Embryonen in Embryowaschpuffer mit 3 %
Natriumhypochlorid für 3 Minuten. Nach sorgfältigem Waschen wurden die Embryonen
in Aliquots zu 3 bis 5 g sofort in flüssigem Stickstoff eingefroren und bei -70°C gelagert.
Die Embryonen wurden zur Herstellung des Kernextrakts in einem
Glashomogenisator (Kontes Scientific Glassware, Pistill A) in Puffer B (5 ml pro g
Embryonen) in 10 bis 15 Schüben homogenisiert. Das Homogenisat wurde durch zwei
Lagen Miracloth (Callbiochem) in einem kleinen Trichter in 30 ml-Zentrifugenröhrchen
(Corex) filtriert. Der Homogenisator und der Miracloth-Filter wurden mit 5 ml Puffer B
gewaschen. Das gesamte Homogenisat wurde im Corex-Röhrchen 10 Minuten bei 4000
Upm und 4°C zentrifugiert (Sorvall SS34-Rotor). Der Überstand wurde verworfen und
das Pellet in Puffer B (2 ml pro g Embryonen) resuspendiert. Die Suspension wurde
vorsichtig auf ein 1:1 Saccharose-Kissen (0.8 M Saccharose/Puffer B zu gleichen
Volumina) geschichtet und bei 9000 Upm (Rotor SW55Ti) für 10 Minuten bei 4°C
zentrifugiert, um die Kerne zu erhalten. Das Kernpellet wurde in Puffer B/150 mM KCl
(2 ml pro Röhrchen) aufgenommen. Nachdem Ammoniumsulfat (pH 7.6) bis zu einer
Endkonzentration von 0.4 M zugefügt wurde, erfolgte die Lyse der Kerne für 15 Minuten
auf Eis. Das Kernlysat wurde eine Stunde bei 33000 Upm und 4°C (SW55Ti)
zentrifugiert, und der Überstand wurde in neue 12 ml Ultrazentrifugenröhrchen
überführt. Pro ml Überstand wurden 0.3 g kristallines Ammoniumsulfat langsam
zugegeben. Das Ammoniumsulfat wurde in Lösung gebracht und die Lösung für 15
Minuten auf Eis inkubiert. Es folgt eine Zentrifugation (SW40, 15000 Upm, 4°C), um die
Kernproteine zu pelletieren. Das Pellet wurde in Puffer C aufgenommen (100 µl pro 1 g




Embryowaschpuffer 0.03 % Triton X-100
0.4 % NaCl





1 mM PMSF, 1 mM DTT und Protease-Inhibitoren
(Leupeptin, Aprotinin und Pepstatin A, alle 2 µg/ml) erst
unmittelbar vor Gebrauch zugeben.







Erzeugung der DNA-Fragmente: DNA-Fragmente wurden durch Polymerase-






















Eine Übersicht über die Fragmente innerhalb des H19-Silencers ist in Abbildung 14
gezeigt. Für die Erzeugung der Fragmente wurde P(hzh) als Matrize eingesetzt, in
Kombination mit folgenden Primerpaaren:
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EMSA 1: H19 s1 + H19 as1
EMSA 2: H19 s2 + H19 as2
EMSA 3: H19 s3 + H19 as3
EMSA 4: H19 s4 + H19 as4
EMSA 4.1: H19 s4 + H19 as4.1
EMSA 4.1.1: H19 s4 + H19 as3
EMSA 5: H19 s5 + H19 as5
Kontroll-DNA-Fragmente für Bandshift-Experimente wurden durch folgende Primer-
Matrizen-Kombinationen hergestellt:
Fragmente aus dem gypsy-Locus: Matrize Yep24-BaBx (Kim et al., 1993) in
Kombination mit den Primerpaaren Gyp s1 und Gyp as1 oder Gyp s2 und Gyp as1.
Fragmente aus dem forked-Locus: Matrize P(w+f asH) (Lankenau et al., 2000) in
Kombination mit dem Primerpaar Forked s und Forked as.
Kontrollfragmente aus dem pBlueskript-Vektor: Matrize pBlueskript (Stratagene) mit
den Primern pBS KS, pBS SK, pBS T3 und pBS T7.
Radioaktive Markierung der DNA-Fragmente: Die DNA-Fragmente wurden mittels
Polynukleotid-Kinase an ihren 5’-Enden radioaktiv markiert. Die Reaktion wurde
entsprechend den Angaben des Herstellers durchgeführt (T4-Polynukleotid-Kinase,
NEB, Katalog-Nummer: M0201S). In einer radioaktiven Markierungs-Reaktion wurden
2.5 pmol des jeweiligen DNA-Fragments mit 1µl Polynukleotidkinase, 2µl 10xPNK-
Puffer (beides von NEB) und 2µ l [γ 32P]-ATP (Amersham Biosciences) in einem
Gesamtvolumen von 20µl für eine Stunde bei 37°C inkubiert. Anschließend erfolgte eine
Abtrennung der freien, nicht inkorporierten Nukleotide durch eine Zentrifugation nach
Angaben des Herstellers (Biorad Micro Bio-Spin P-30 Tris Chromatography Column).
Herstellung eines Polyacrylamid-Gels: das zur Auftrennung verwendete Gel enthielt
0.25xTBE, 2.5% Glycerol (v/v) und 5% Acrylamid (Roth). Unmittelbar vor dem Giessen
des Gels (24x32cm2, 1.5mm Spacer) wurden pro 50ml Gel 500µl einer 10%-igen APS-
Lösung und 90µl TEMED zugesetzt, um die Polymerisation des Gels einzuleiten. In
einer Tasche pro Gel wurde kein Reaktionsansatz, sondern nur DNA-Ladepuffer geladen,
um die Geschwindigkeit des Gellaufs anhand der Bromphenolblau-Front abschätzen zu
können.
Bandshift-Assays: Das in dieser Arbeit verwendete Protokoll ist beschrieben in Zhao et
al., 1995. 10 bis 20 fmol des radioaktiv markierten Fragments wurden mit 2µg
Drosophila-Kernextrakt und 2µg polydI-dC (Fluka) als Kompetitor in Puffer BSK-100
(25mM Hepes pH7.6, 100mM KCl, 0.1mM EDTA, 1mM DTT, 10% Glycerol, 0.1mM
PMSF) in einem Gesamtvolumen von 15 bis 20µl für 15 Minuten bei Raumtemperatur
inkubiert und dann sofort auf das laufende Gel aufgetragen. Der Gellauf erfolgte bei 200
Volt in 0.25xTBE, bis die Bromphenolblau-Front in der Marker-Tasche das Ende des
Gels erreicht hatte. Das Gel wurde getrocknet, und ein Film zur Detektion der
radioaktiven Signale (Fuji Medical X-Ray Film Super RX) über Nacht aufgelegt.
Variationen des Bandshift-Protokolls: für DNA-Kompetitionsexperimente wurde ein
50facher molarer Überschuss des jeweiligen, nicht radioaktiv markierten DNA-
Fragments der Reaktion beigefügt. In Antikörper-Kompetitionsexperimenten wurden in
der Reaktion 500ng bis 1µg des jeweiligen Antikörpers eingesetzt (anti-Su(Hw),
Gerasimova et al., 1998, oder anti-α-Tubulin, Sigma T-9026).
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Bandshift-Experimente mit Hefe-Gesamtzellextrakt erfolgten wie beschrieben in Kim et
al., 1993. Die Hitzeschock-Transformation von S. cerevisiae (Stamm K700α, erhalten
von Blanche Schwappach, Heidelberg) mit den Konstrukten pSJ-su(Hw) und pSJ (Kim et
al., 1993, erhalten von Dale Dorsett) und die Aufzucht der Hefe folgten Standard-
Protokollen (Current Protocols in Molecular Biology, Volume 2, Kapitel 13: Yeast). Die
Präparation von Hefe-Gesamtzellextrakt folgte im Wesentlichen den Angaben in Kim et
al., 1993. Dabei wurde die Expression von Su(Hw) durch die Zugabe von Galactose
induziert, wie in Kim et al., 1993, beschrieben. Der Zellaufschluss erfolgte, wenn die
OD-Messung bei 600 nm einen Wert von 0.5 bis 0.6 ergab. Die 100 ml Hefekulturen
wurden für 5 Minuten bei 2000 Upm und 4°C abzentrifugiert, und das Pellet wurde in 10
ml kaltem H2O resuspendiert. Es folgte eine erneute Zentrifugation bei 4°C und 2000
Upm für 5 Minuten. Das Pellet wurde in 200µl Puffer A aufgenommen (50mM Tris-HCl
pH7.5, 50mM NaCl, 5mM MgCl2, 0.1mM ZnCl2, 5% Glycerol (v/v), 5 mM DTT, 1mM
PMSF). In 2ml Eppendorfröhrchen wurden Glaskügelchen vorgelegt (Sigma, 0.5mm
Durchmesser, die Menge an Glaskügelchen entsprach dabei einem Volumen von etwa
800µl), zu denen das in 200µl resuspendierte Pellet pipettiert wurde. Es folgte der
Zellaufschluss durch eine Inkubation auf einem Vibrex-Gerät für 3 Minuten, gefolgt von
einer Inkubation auf Eis für 5 Minuten. Der Vibrex-Schritt und die anschliessende
Inkubation auf Eis wurden zweimal wiederholt. Durch eine Zentrifugation (3000 Upm
bei 4°C für 5 Minuten) konnten die Zelltrümmer von dem Proteinextrakt getrennt
werden. Der Überstand, der die Proteine enthielt, wurde erneut zentrifugiert, bis kein
Pellet mehr sichtbar war. Anschließend wurde die Proteinkonzentration durch Bradford-
Assay bestimmt. In dem in Abbildung 16 gezeigten Experiment sind ansteigende
Konzentrationen von Hefe-Gesamtzellextrakt eingesetzt worden (2µg, 5µg und 15µg).
5.3.4 Bradford-Assay zur Protein-Konzentrationsbestimmung
Wenn der Farbstoff Coomassie-Brilliant-Blau G-250 Proteine bindet, verschiebt sich sein
Absorptionsmaximum von 465 nm nach 595 nm. In einem bestimmten
Konzentrationsbereich ist die Absorption bei 595 nm daher der Proteinkonzentration
proportional. Zunächst musste eine Eichgerade mit Protein-Standards bekannter
Konzentration erstellt werden (0 µg/ml, 1 µg/ml, 2 µg/ml, 5 µg/ml, 10 µg/ml, 15 µg/ml
und 20 µg/ml Albumin). Die Proteinkonzentration einer Lösung kann dann durch
Vergleich mit der Eichgeraden photometrisch ermittelt werden. 800 µl der jeweiligen
Standards wurden dazu mit 200 µl Bradford-Reagenz (Biorad) versetzt. Das gleiche gilt
für eine 1:1000- und eine 1:2000-Verdünnung des Proteinextrakts. Nach Mischen wurde
die Absorption der Proben am Photometer bestimmt.
5.4 Drosophila-Techniken
5.4.1 Keimbahntransformation in Drosophila melanogaster
Ein Protokoll für die Keimbahntransformation von Drosophila ist von Voie und Cohen
beschrieben worden (Voie und Cohen, 1998). Für die Keimbahntransformation wurden
Fliegenstämme verwendet, die eine Identifizierung der transgenen Fliegen erlauben. Im
einzelnen sind dies: w1118, der mutant für das für die rote Augenpigmentierung
codierende Gen white ist, und yw, der neben der Mutation des white-Gens eine weitere
Mutation in dem Gen yellow besitzt, das für die Färbung der adulten Körperstrukturen in
Drosophila  verantwortlich ist. w 1118 wird als Stamm eingesetzt, wenn der
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Transformationsmarkers auf den verwendeten Konstrukten mini-white ist. Dies
ermöglicht die leichte Identifizierung transgener Fliegen, deren Augen nach erfolgreicher
Integration des Transgens in das Genom orange bis rot pigmentiert sind. yw dagegen fand
Verwendung, wenn das Transgen-Konstrukt die Transformationsmarker yellow oder
EGFP besitzt. Transgene Fliegen sind in diesem Fall anhand der dunklen Körperfarbe
oder der Expression von EGFP zu identifizieren.
Das Prinzip der P-Element vermittelten Keimbahntransformation beruht darauf, dass das
in das Genom zu inserierende DNA-Konstrukt zusammen mit einem Plasmid (pUChsΔ2-
3) in Embryonen koinjiziert wird, das für die Transposase des P-Elements kodiert
(Spradling und Rubin, 1982). Die in das Genom zu inserierende DNA ist flankiert von
kurzen Repeats, die spezifisch von der Transposase gebunden werden, die im Anschluss
die Integration dieses DNA-Fragments in das Genom katalysiert. Zur Vorbereitung der
DNA für die Mikroinjektion wurden das DNA-Konstrukt und das Plasmid pUChsΔ2-3
zusammen mit Ethanol präzipitiert und in Injektionspuffer resuspendiert, so dass eine
Endkonzentration der DNA von 300ng/µl DNA-Konstrukt und 100ng/µl pUChsΔ2-3
erreicht wurde. Um ein Verstopfen der Injektionsnadel zu verhindern, wurde die zu
injizierende DNA 5min bei maximaler Geschwindigkeit zentrifugiert und 2,5µl des
Überstandes mit einer Mikroloader Pipettenspitze in die Injektionsnadel (Eppendorf
Femtotips) überführt. Diese wurde in einen Mikromanipulator (Eppendorf FemtoJet)
eingespannt.
Die Drosophila-Embryonen wurden auf Apfelsaft-Agarplatten gesammelt, in deren Mitte
sich frisches Futter mit Hefe befand. Nach einer Ablagezeit von 30min bei 25°C wurden
die Embryos in einen klimatisierten Raum (18°C, 50-70% Luftfeuchtigkeit) gebracht, in
dem alle folgenden Schritte durchgeführt wurden. Die Embryonen wurden nach
Abspülen der Futterreste mit Wasser für 2,5min in Natronbleiche dechorionisiert. Nach
erneutem Waschen mit Wasser wurden dechorionisierte Embryonen, die an der
Wasseroberfläche schwammen, mit Hilfe eines Pinsels auf ein Stück Apfelsaft-Agar
gebracht, auf dem sie mit einer Präparationsnadel unter dem Binokular nebeneinander
aufgereiht wurden. Es wurden ca. 40-80 Embryonen mit dem anterioren Pol nach vorne
aufgereiht und die restliche, sie umgebende Flüssigkeit mit einem Papiertuch entfernt.
Die so arrangierten Embryonen wurden nun mit einem Deckglas (18mm x 40mm), das
mit doppelseitigem Klebeband versehen war, so aufgenommen, dass der posteriore Pol
der Embryonen nah am Rand des Deckglases zu liegen kam. Es folgte die Dehydration
der Embryonen durch eine 6minütige Inkubation in einer mit Silikagel gefüllten
Kammer, wodurch der hydrostatische Druck in den Embryonen herabgesetzt wurde, um
ein Platzen während der Mikroinjektion zu verhindern. Nach der Dehydrierung wurden
die Embryonen mit Voltalef 10S-Öl bedeckt und unter einem Mikroskop injiziert.
Der Druck, mit dem die DNA-Lösung ins posteriore Ende der Embryos (an dem die
Keimbahnzellen entstehen) injiziert wurde, variierte je nach der Größe der Nadelöffnung
zwischen 100hPa und 800hPa und wurde so eingestellt, dass während der Injektion der
Eintritt der DNA ins Cytoplasma durch eine leichte Verwirbelung sichtbar wurde. Die
Länge der Injektion wurde manuell gesteuert und betrug 0,5-0,8sec. Um zwischen den
Injektionen das Eintreten umgebender Flüssigkeit in die Injektionsnadel zu verhindern,
wurde ein konstanter Druck von 90hPa aufrechterhalten. Injiziert wurden nur
Embryonen, bei denen die Bildung der Keimbahnzellen durch Absonderung der
Polzellen noch nicht stattgefunden hatte. Dieser Prozess setzt bei einer Temperatur von
18°C nach ca. 1,5h ein und wird sichtbar durch die kurz danach einsetzende
Zellularisierung des Embryonen. Zu weit entwickelte oder beschädigte Embryonen




Nach der Injektion wurden die auf dem Deckglas aufgereihten Embryonen in eine
Feuchtkammer überführt, um ein Austrocknen zu verhindern, und bis zum Schlüpfen der
Larven bei 18°C gelassen. Die nach ca. 2 Tagen geschlüpften Larven wurden mit einer
Präparationsnadel in ein Futterröhrchen mit frischer Hefe überführt. Die weitere
Entwicklung bis zum Schlüpfen der adulten Fliegen erfolgte bei 25°C.
Injektionspuffer: 5mM KCl
0,1mM Natrium-Phosphatpuffer pH6,8






5.4.2 Etablierung transgener Drosophila-Linien
Um stabile transgene Fliegen-Linien zu etablieren, musste zunächst das Chromosom, in
welches das betreffende DNA-Fragment inseriert wurde, identifiziert werden. Hierzu
wurden die nach der Mikroinjektion geschlüpften Fliegen (G0-Generation) mit Fliegen
des Stammes Bc gl/CyO gekreuzt. Es wurden je drei bis vier virginelle Weibchen der G0-
Generation mit 3-4 Bc gl / CyO Männchen und jedes Männchen der G0-Generation mit 3-
4 virginellen Bc gl / CyO Weibchen gekreuzt. Nur wenn die Fliegen der G0-Generation
das betreffende DNA-Konstrukt in ihren Keimbahnzellen integriert trugen, konnten unter
den Nachkommen dieser Kreuzungen, der F1-Generation, transgene Fliegen durch die
orange bis rot pigmentierte Augenfarbe identifiziert werden. Die transgenen Fliegen der
F1-Generation waren entweder mit der Mutation Bc gl oder CyO markiert. Zur
Kartierung der Insertion des jeweiligen Transgens wurde eine weitere Kreuzung mit
Fliegen des Stammes Bc gl /CyO durchgeführt und anhand des Segregationsmusters der
Marker bzw. der Augenfarbe das Transgen tragende Chromosom bestimmt. Parallel zu
der zweiten Kreuzung wurden transgene Fliegen der F2-Generation untereinander
gekreuzt, um homozygote Nachkommen, die anhand ihrer Augenfarbe identifiziert
wurden, zu erhalten.
5.4.3 Messung der Augenpigmente in Drosophila
Das Expressionslevel von mini-white kann anhand einer photometrischen Messung der
Augenpigmente bestimmt werden. Dazu wurden je 10 männliche und weibliche Fliegen
gesammelt. 24 Stunden später wurden die Fliegen in ein Eppendorf-Röhrchen überführt
und kurz in flüssigem Stickstoff eingefroren. Durch kurzes Vortexen konnten die
Fliegenköpfe von dem Rest der adulten Strukturen getrennt werden. Die Köpfe wurden
in ein frisches Eppendorf-Röhrchen überführt und mit 100 µl EPE Puffer versetzt (30 %
Ethanol pH 2, eingestellt mit HCl). Die Köpfe wurden mit Hilfe eines Eppendorf-
Mikropistills zerkleinert. Anschließend wurden nochmals 150 µl EPE Puffer zugegeben,
um den Mikropistill zu reinigen. Es folgte eine einstündige Inkubation bei 25°C in
Dunkelheit. Nach einer Zentrifugation (2 Minuten bei 13000 Upm) wurden 200 µl des
Überstands in ein frisches Eppendorf-Röhrchen überführt. Der Überstand sollte
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möglichst klar erscheinen. Es muss darauf geachtet werden, weder Zelltrümmer noch die
Fettschicht zu überführen. Nach einer zweiten Zentrifugation (2 Minuten bei 13000
Upm) wurden 150 µl des Überstands in ein frisches Eppendorf-Röhrchen überführt.
Dieser Schritt wurde wiederholt, wobei 110 µl des Überstands in ein frisches Eppendorf-
Röhrchen transferiert wurden. Die photometrische Messung der Augenpigmente erfolgte
bei 480 nm. Als Nullabgleich wurden für die Messung Fliegen des Stammes w1118
verwendet, die aufgrund einer Mutation des white-Gens keine Augenpigmentierung
besitzen. Es wurden jeweils drei unabhängige Messungen durchgeführt, deren
Mittelwerte und Standardabweichungen in dieser Arbeit angegeben sind.
5.4.4 Nachweis der β-Galaktosidase-Aktivität in Imaginalscheiben
Larven des dritten Stadiums wurden in PBS gewaschen und zur Immobilisierung auf Eis
gekühlt. Die zu untersuchenden Gewebe wurden in PBS herauspräpariert in ein
silikonisiertes Eppendorfgefäß mit 192µl PBS auf Eis transferiert. Nach spätestens einer
Stunde wurden die Gewebe durch die Zugabe von 8µl einer 25% Glutardialdehyd-
Lösung (Endkonzentration 1%) und einer 15min Inkubation bei Raumtemperatur fixiert.
In der Zwischenzeit wurde die Färbelösung angesetzt:
10mM Na-Phosphatpuffer pH 7
150mM NaCl
1mM MgCl2
6mM K4(Fe(CN)6) (gelbes Blutlaugensalz)
6mM K3(Fe(CN)6) (rotes Blutlaugensalz)
0,3% Triton X-100
Diese Lösung wurde gemischt und 5min bei 37°C inkubiert. Es folgte die Zugabe von X-
Gal (8% (w/v) Stocklösung in DMSO) zu einer Endkonzentration von 0,2% und eine
erneute Inkubation für 5min bei 37°C. Nach 5min Zentrifugation bei maximaler
Geschwindigkeit wurde der Überstand für die Färbung verwendet.
Nach der Fixierung wurden die Gewebe zweimal mit 600µl PBS gewaschen. Für den
Nachweis der β-Galaktosidase-Aktivität wurden je 300µl Färbelösung zu den Geweben
gegeben, die dann für 4h bei 37°C im Dunkeln inkubiert wurden. Die Farbreaktion wurde
durch zweimaliges Waschen in PBS abgestoppt. Die Gewebe wurden im Anschluss auf
Objektträger transferiert, vollständig freipräpariert und nach Absaugen der restlichen
Flüssigkeit in 80% Glycerol eingebettet. Die Präparate wurden mit einem Deckglas
abgedeckt und mit Nagellack abgedichtet. Die Analyse der Präparate erfolgte
mikroskopisch.
5.4.5 Immunofluoreszenz an Drosophila Polytänchromosomen
Aus Larven des dritten larvalen Stadiums wurden Speicheldrüsen in PBS präpariert. Die
Präprate wurden auf poly-L-Lysin-Objektträger transferiert, und die Fixierung erfolgte in
einer Lösung aus 45% Essigsäure und 5% Formaldehyd für 10 Minuten bei
Raumtemperatur. Die Speicheldrüsen wurden mit einem Deckglas bedeckt, und
anschließend wurden die Chromosomen durch Klopfen mit einer Bleistiftspitze gespreizt.
Die Präparate wurden in flüssigen Stickstoff eingefroren, und das Deckglas  wurde mit
Hilfe einer Rasierklinge entfernt. Es folgten zwei Waschschritte für 15 Minuten in PBS
unter vorsichtigem Schütteln, dann ein weiterer Waschschritt in PBS-1% Triton. Um
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unspezifische Antikörper-Bindungen zu blockieren, wurde eine Stunde mit PBS-
Milchpulver (5% w/v) inkubiert. Es folgte eine Antikörper-Inkubation (anti-Su(Hw)-
Antikörper in einer 1:100-Verdünnung) von einer Stunde bei Raumtemperatur, gefolgt
von einer Inkubation über Nacht bei 4°C. Nach drei Waschschritten (jeweils 15 Minuten
in PBS-Milchpulver) folgte die Inkubation mit dem zweiten Antikörper (Cy3-
gekoppelter anti-Ratte Antikörper von Dianova in einer 1:200-Verdünnung). Es folgte
ein Waschschritt in PBS, dann ein zweiter Waschschritt in Waschlösung 1, und ein
weiterer in Waschlösung 2 (alle Schritte für 15 Minuten bei Raumtemperatur). Nach
einer Färbung mit DAPI (100ng/ml) für 10 Minuten wurden die Objektträger in 50µl
Mowiol eingebettet und unter dem Mikroskop analysiert.
Waschlösung 1 PBS - 300mM NaCl
0.2% NP-40
0.2% Tween
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Air Antisense Igf2r RNA
aub aubergine
Bc Black cells
Bc Gla In(2LR)Gla, Bc1 Gla1, 2. Chromosom-Balancer
β-Gal β-Galaktosidase
brm Brahma
CMM Cellular Memory Module
CTCF CCCTC-binding factor
CyO Curly of Oster, 2. Chromosom-Balancer
dcr Dicer
esc extra Sex combs
E(var) Enhancer of variegation
E(z) Enhancer of Zeste
Fab Frontoabdominal
GAL4 Transaktivator aus S. cerevisiae
GFP Green Fluorescent Protein
Igf2 Insulin like growth factor 2









Su(Hw) Suppressor of Hairy wing
Su(var) Suppressor of variegation
Su(z) Suppressor of zeste
Tara taranis
TM 2, Sb Third Multiple 2, 3. Chromosom-Balancer







































BL Bloomington stock center
cDNA complementary DNA
C. elegans Caenorhabditis elegans
DIG Digoxygenin





E. coli Escherichia coli
EDTA Ethylendiamintetraacetat
EGTA Ethylenglycol-bis(b-aminoether)N,N,N’,N’-tetraacetat
EMSA Electrophoretic mobility shift assay






PBS Phosphatgepufferte Kochsalzlösung (phosphate buffered saline)








S. cerevisiae Saccharomyces cerevisiae
SDS Natriumdodecylsulfat
siRNA small interfering RNA





UAS “Upstream Activating Sequence”
ÜN über Nacht
wt Wildtyp
X-ChIP Formaldehyde crosslinking Chromatin Immunoprecipitation
X-Gal 5-Bromo-4-chloro-3-indolyl-β-D-Galaktopyranosid
